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À l’inverse des autres sous types de cellules dendritiques conventionnelles (cDC), la 
présentation de peptides dérivés de corps apoptotiques par les DC mérocytiques (mcDC) cause 
un bris de la tolérance. Ces cellules induisent le diabète lorsqu’elles présentent des peptides 
dérivés de cellules bêta du pancréas. De plus, chargées avec des peptides dérivés de cellules 
tumorales, elles permettent la réactivation des lymphocytes T et l’élimination de la tumeur. 
Ces propriétés spécifiques aux mcDCs mettent en évidence de nouveaux aspects dans le 
contrôle des bris de tolérance. Comprendre leur relation avec les autres DCs et leur régulation 
sont nécessaires pour comprendre les mécanismes associés à la tolérance immune. 
Nous avons déterminé que les mcDCs étaient des cDCs. Les mcDCs sont des cellules 
avec une courte durée de vie et qui induisent une réponse allogénique. Elles expriment le 
facteur de transcription spécifique aux cDCs, Zbtb46. Les mcDCs se différencient à partir des 
précurseurs communs aux cDCs. Elles expriment le facteur de transcription IRF-4, important 
pour les cDC2, et son absence affecte leur homéostasie. Cependant, la proximité des mcDCs 
avec les cDC2 diffère en matière de métabolisme où elles ont des signatures différentes.  
Les mcDCs sont retrouvées en plus grand nombre dans un modèle murin de diabète 
auto-immun spontané (NOD) que dans une lignée de souris résistante (C57BL/6). Notre 
laboratoire a validé que le locus Idd13 du chromosome 2 était lié au nombre de mcDCs, 
suggérant donc qu’un ou plusieurs gènes de ce locus ont un rôle dans la régulation du nombre 
de mcDCs. En ciblant des gènes polymorphiques entre la souris NOD et la souris C57BL/6, 
nous avons déterminé que le gène Bim, qui code pour une molécule proapoptotique, régule de 
manière moelle osseuse intrinsèque spécifiquement les mcDCs.  
 
 ii 
Les mcDCs sont donc un sous-type de cDCs spécifiquement régulé par Bim. Ce sous-
type de cDCs est une population clé dans les bris de tolérance et comprendre leur homéostasie 
est primordial pour déterminer leur rôle dans le contrôle de la tolérance immune.  
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Unlike other conventional dendritic cells (cDCs) subtypes, presentation of peptides 
derived from apoptotic bodies by merocytic dendritic cells (mcDCs) is associated with a break 
of tolerance. Presentation of peptides derived from pancreatic beta cells by mcDC is linked to 
diabetes induction. However, when loaded with peptides derived from tumor cells, they allow 
the reactivation of T cells and the elimination of the tumor. These properties specific to mcDC 
highlight new aspects in the control of break of tolerance. Understanding their relationships 
with other DCs and their regulation is important for understanding the mechanisms associated 
with immune tolerance. 
We have determined that mcDCs are cDCs. mcDCs are short-lived cells able to induce 
an allogeneic response. They express the specific cDC transcription factor, Zbtb46. mcDCs are 
differentiated from the cDC common precursors. They express and require IRF-4 for their 
homeostasis, a transcription factor associated with cDC2 differentiation. However, the 
proximity of mcDC to cDC2 differs in terms of metabolism where they have different 
signatures. 
mcDCs are found in greater numbers in the mouse model of spontaneous autoimmune 
diabetes (NOD) than in a resistant line (C57BL/6). Our laboratory validated that the Idd13 
locus of chromosome 2 was linked to mcDC number, thus suggesting that one or more genes 
of this locus have a role in regulating the number of mcDC. By targeting polymorphic genes 
between the NOD and C57BL/6 mice, we determined that Bim gene, encoding a pro-apoptotic 
molecule, regulate specifically mcDC in a bone marrow intrinsic manner. 
 
 iv 
Therefore, mcDCs are a subset of cDCs specifically regulated by Bim. This subtype of 
cDCs is a key player in break of tolerance and understanding their homeostasis is important in 
determining their role in immune tolerance. 
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Chapitre 1 : Introduction 
 Contexte: le système immunitaire 1.
1.1. Généralités  
 Le système immunitaire a pour rôle de protéger les organismes multicellulaires des 
infections, des pathologies auto-immunes et cancers [1, 2]. Ce système regroupe différents 
types de cellules et a pour objectif de détecter le soi du non-soi. De façon simplifiée, le 
système immunitaire peut être séparé en deux, le système immunitaire inné et le système 
immunitaire adaptatif.  
 Le système immunitaire inné est une des premières lignes de défense de l’organisme. Il 
se déclenche en quelques minutes suite à la détection d’un élément du non-soi. Il a une faible 
spécificité contre les pathogènes détectés, basée notamment sur la détection de motifs 
conservés. L’immunité innée regroupe les barrières dites physiques, comme la peau ou les 
muqueuses; les barrières dites chimiques, comme la production de peptides antimicrobiens et 
les barrières cellulaires, regroupant les différents types de cellules qui vont détecter la 
présence du non-soi par différents récepteurs de surface ou intracellulaire. À terme, une 
inflammation locale va se mettre en place et le pathogène ou le corps étranger sera, dans la 
majorité des cas, éliminé [3]. 
 La réponse du système adaptatif, dont l’activation dépend du système immunitaire 
inné, se met en place après quelques jours et est spécifique du pathogène détecté. Différents 
types de cellules immunitaires, tels que les lymphocytes T et B, sont éduqués pour détecter de 
façon précise le non-soi, par l’expression de récepteurs particuliers en surface [4, 5]. Même si 
l’idée d’une mémoire innée commence à être décrite dans la littérature [6], la réponse 
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mémoire du système immunitaire est principalement associée au système immunitaire 
adaptatif. Ces cellules mémoires vont persister dans l’organisme suite à une première 
rencontre avec un pathogène et permettront lors d’une réinfection avec ce même pathogène, 
une défense plus rapide et plus efficace [7, 8].  
 Les cellules présentatrices d’antigènes (APCs) sont une famille de cellules qui fait le 
pont entre l’immunité innée et l’immunité adaptative. Les APCs ont pour rôle de patrouiller 
l’organisme afin de détecter la présence de pathogènes en périphérie. Une fois détectés, elles 
migreront aux organes lymphoïdes secondaires, où sont présentes les populations 
lymphocytaires T, afin d’initier une réponse adaptative. Les lymphocytes T activés rejoindront 
alors le site de l’infection pour éliminer le pathogène [9]. Les APCs regroupent trois sous-
familles de cellules: les macrophages, les cellules B et les cellules dendritiques (DCs). Les 
lymphocytes B ont aussi un rôle important dans la production d’anticorps. Les macrophages 
ont une haute capacité de phagocytose sans nécessiter d’activation préalable. Les DCs ont un 
pouvoir d’activation des lymphocytes T (LT) naïfs supérieurs aux autres sous types d’APCs, 
ce qui rend ces cellules importantes dans l’initiation d’une réponse immune [10].  
 La réponse immunitaire adaptative est donc initiée par les APCs. Leur capacité à 
discriminer le non-soi, tel que la présence de pathogènes; du soi, c’est-à-dire les cellules de 
l’organisme, est finement régulée et permettra d’induire ou non une réponse immune en 






1.2. La présentation du non-soi et l’initiation d’une réponse immune 
 Les APCs expriment différents récepteurs, dont les récepteurs de reconnaissance des 
pathogènes (pattern recognition receptors; PRRs), qui leur permettent de reconnaitre des 
motifs conservés par les microorganismes (Pathogen-associated molecular patterns, PAMPs). 
À l’état immature, les APCs sondent continuellement l’environnement à la recherche d’un 
signal de danger. L’interaction d’un PRR avec son ligand entraîne la maturation des APCs. 
Ces dernières augmenteront l’expression des molécules de costimulation (CD80, CD86), du 
complexe majeur d’histocompatibilité (MHC) de type II (MHC-II), ainsi que de certains 
récepteurs de migration comme CCR7 afin de rejoindre les organes lymphoïdes secondaires 
où sont localisés les LT naïfs. C’est dans ces organes que les APCs présenteront, via leur 
MHC, des peptides antigéniques dérivés du pathogène aux cellules T CD8+ ou CD4+, ayant un 
récepteur de cellule T (TCR) spécifique du peptide présenté dans le contexte du MHC de type 
I (MHC-I) ou du MHC-II, respectivement. La réponse immunitaire adaptative se met alors en 
place et le pathogène sera éliminé. La voie de présentation des antigènes (Ag) par le MHC-I 
ou le MHC-II dépend de l’origine endogène ou exogène des Ag respectivement [11]. 
 L’interaction du TCR avec le complexe peptide-MHC présenté par les APCs, 
correspondant au signal 1, n’est pas suffisante pour induire l’activation d’un LT naïf. En effet, 
l’activation des LT est extrêmement régulée et deux autres signaux sont requis. Le second est 
un signal de costimulation tel que l’interaction de CD80/86 sur l’APC avec le récepteur CD28 
exprimé sur les LT. Le troisième est un signal de cytokines comme l’IL-12 par exemple. La 
combinaison de ces trois signaux est primordiale pour l’activation des lymphocytes. En 
absence d’un de ces signaux, les cellules T seront inhibées et aucune réponse immune ne sera 
alors initiée [12].  
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 La détection et présentation du non-soi par les APCs sont donc finement régulées. 
Différents paramètres liés aux APCs, aux cellules T, ainsi qu’à l’environnement sont requis 
pour permettre l’activation optimale des cellules T et l’initiation d’une réponse immune 
adaptative.  
 
1.3. La présentation du soi et la tolérance immune 
 En absence d'inflammation, les APCs sont dites immatures et peu immunogènes, 
phénotype caractérisé par une faible expression des molécules de co-stimulations et du CMH-
II, notamment. Dans cet environnement, elles présenteront des Ag dérivés du soi aux 
lymphocytes, ce qui conduira à l'activation transitoire puis à l'anergie ou délétion des ces 
dernières [13]. Ce mécanisme est important pour contrôler l’autoréactivité des cellules T et B 
et sera détaillé plus loin dans l’introduction. 
 Lors de leur patrouille, les APCs peuvent aussi détecter des cellules de l'organisme en 
apoptose nommées corps apoptotiques [14]. L’apoptose est un phénomène physiologique 
important pour l’embryogenèse et le renouvèlement des cellules dans les organes et tissus. La 
phagocytose de ces corps apoptotiques, nommée éfférocytose, suit un schéma d’induction 
spécifique [15, 16]. Dans un premier temps, le recrutement de l’APC au site d’apoptose est 
induit par un signal « find me » produit par les cellules en apoptose, tels que le 
lysophosphatidylcholinie (LPC), l’adénosine triphosphate (ATP) et l’uridine triphosphate 
(UTP). Ces signaux forment un gradient chimioattractant qui permet le recrutement des APCs. 
Le second signal est le « eat me signal » et est exprimé en surface des cellules apoptotiques. 
L’expression par exemple de phosphatidyl serine (PtdSer), des molécules du complément, 
ainsi que le changement de charge des lipides et glycoprotéines de surface, sont entre autres, 
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des signaux qui seront associés à la phagocytose de ces corps apoptotiques par les APCs. 
Différents récepteurs, présents en surface des APCs, sont capables de reconnaître ces « eat 
me » signaux tels que CD14, CD91 ou le récepteur tyrosine kinase (merTK) qui reconnaissent 
respectivement ICAM3, C1q et la protéine GAS6 (growth arrest specific 6). L’interaction des 
« eat me » molécules avec les récepteurs d’éfférocytoses induit la phagocytose des corps 
apoptotiques. Cette phagocytose d’élément du soi en apoptose n’induit pas la maturation des 
APCs mais conduit à la sécrétion de différentes molécules anti-inflammatoires comme la 
prostaglandine E2 (PGE2), l’IL-10 ou TGF–β [17, 18]. Ces molécules anti-inflammatoires 
agissent sur l’environnement immun et induisent une tolérance du système immunitaire, c’est-
à-dire une non-réponse. L’élimination des corps apoptotiques est importante pour l’organisme. 
En effet, une mauvaise élimination de ces cellules peut induire leur nécrose et conduire à la 
mise en place d’inflammation locale [14]. Différentes maladies auto-immunes sont décrites 
comme liées à un défaut de l’élimination des corps apoptotiques, telles que le lupus 
érythémateux systémique (SLE), la sclérose en plaques (MS) ou le diabète de type I (T1D), 
mais aussi certains cancers ou maladies du développement [19-21].  
 
 Si la détection du non-soi est primordiale pour protéger l’organisme des infections par 
l’activation des LT, la présentation du soi est aussi nécessaire pour éviter une activation de ces 
derniers qui pourraient être néfastes pour l’organisme. Même si toutes les APCs peuvent 
présenter du soi et du non-soi, leur capacité à induire une réponse immune ou à induire un état 
de tolérance peut varier. Les DCs ont un potentiel d’activation des LT naïfs lors d’une 
présentation d'Ag du non-soi supérieur aux autres populations d’APCs et présentent, de plus, 
un fort potentiel de tolérance de la réponse T lors d’une présentation d’Ag du soi [22]. Ces 
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deux caractéristiques font des DCs, un type cellulaire prisé dans le développement de 
stratégies vaccinales antitumorales ainsi que dans le contrôle des maladies auto-immunes [23, 
24]. Les DCs sont une famille de cellules hétérogènes dont chaque sous-type présente des 
particularités qui leurs sont propres. Il est donc nécessaire de prendre en considération la 
complexité de cette famille pour comprendre l’activation et la polarisation du système 
adaptatif ainsi que le développement de maladie. 
 
 Les cellules dendritiques conventionnelles 2.
2.1. Introduction 
2.1.1. Historique de la caractérisation des cellules dendritiques conventionnelles  
 Les cellules dendritiques conventionnelles (cDCs) ont été décrites pour la première fois 
par le Dr Steinman en 1973. Lors d’une culture in vitro de cellules de rate de souris, il observe 
la présence d’une nouvelle population cellulaire qui adhère au plastique et qui présente des 
dendrites; morphologie différente de celle des macrophages [25]. Ces dendrites seront à 
l’origine de leur nom. Il démontrera ensuite, par des expériences de réaction mixte 
leucocytaire (MLR), que ces cellules induisent une forte réponse allogénique in vitro en 
comparaison aux autres populations d’APCs [26]. De plus, il mettra en évidence leur meilleure 
capacité d’activation, supérieure aux autres APCs, dans des modèles de stimulation Ag 
spécifique [27].   
 La découverte des DCs a amené les chercheurs à explorer leurs phénotypes afin de 
mieux comprendre cette famille cellulaire, au rôle important dans l’initiation d’une réponse 
immunitaire adaptative. La caractérisation des cDCs est un domaine en perpétuelle évolution, 
révélant la complexité de cette famille de cellules. Les cDCs spléniques murines ont d’abord 
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été caractérisées comme n’exprimant pas les immunoglobulines (Ig) ou les Fc récepteurs 
(FcR), associés aux macrophages, permettant de suggérer que les cDCs sont une famille à part 
entière du système immunitaire [28]. Par la suite, il sera établi que les cDCs expriment de forts 
niveaux de MHC-II [29, 30] ainsi que le marqueur 33D1 (ou DCIR2) [30, 31]. Ce dernier 
marqueur sera décrit des années plus tard comme étant spécifique d’une sous population 
particulière de cDCs [32]. En effet, dans le milieu des années 90, une étude montrera que les 
cDCs spléniques regroupent en réalité deux sous-types particuliers nommés à l’époque les 
cDCs CD8α+ et les cDCs CD8α- [33]. Cette hétérogénéité se compliquera grâce à l’avancée 
technologique et sera couverte plus loin dans l’introduction. Il est à présent admis que les 
cDCs sont des cellules exprimant le marqueur hématopoïétique CD45, le MHC-II et 
l’intégrine CD11c et dont les marqueurs de cellules T (CD3, TCR), B (CD19, B220), NK 
(Natural Killer; NK1.1, DX5), de granulocytes (Gr-1, Ly6G) et de macrophages (F4/80, 
Ly6C) sont absents [34]. Comprendre le phénotype des cDCs est primordial pour déterminer 
la présence d’équivalents humains ainsi que pour approfondir nos connaissances sur ces 
cellules en matière de fonction, ontogénie et potentiel thérapeutique.  
  
2.1.2. L’homéostasie des cDCs 
 Les cDCs sont des cellules ayant un fort potentiel d’activation des LT et qui ont un rôle 
majeur dans l’initiation d’une réponse adaptative. Déterminer leur homéostasie est primordiale 
pour comprendre la cinétique d’une réponse immunitaire ainsi que dans l’optique de leur 
utilisation en thérapie cellulaire.  
 Pendant longtemps, les cDCs ont été considérées comme des cellules différenciées de 
façon terminale, non prolifératives avec une courte demi-vie. Des études utilisant le BrdU, 
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(Bromo-deoxyUridine) analogue de la thymidine qui s’incorpore dans les cellules en division, 
ont mis en évidence que deux heures après l’injection, une faible proportion des cDCs sont 
positives pour le BrdU dans la rate [35, 36]. Après trois jours d’exposition au BrdU, 50% des 
cDCs sont positives au BrdU démontrant un taux de renouvellement rapide de ces cellules. De 
manière intéressante, la demi-vie des cDCs varie en fonction de leur localisation et des sous-
types, suggérant que chaque sous-type présente des caractéristiques qui leurs sont propres 
[37].  
 La limite du BrdU est le fait qu’il s’incorpore dans les cellules en division que ce soit 
le précurseur ou la cellule fille dérivée de ce précurseur. Cependant, des études du cycle 
cellulaire, basées notamment sur l’utilisation du marqueur de prolifération Ki67, ont démontré 
que 5% des cDCs de la rate sont en cycle cellulaire, appuyant l’argument que les cDCs sont 
capables de proliférer [32]. Dans le but de confirmer ce résultat, une équipe de recherche a 
transplanté des morceaux de rate de souris dans une souris receveuse exprimant un marqueur 
allogénique distinct. Les cDCs du greffon n’ont donc plus de précurseurs de la moelle ou 
circulant. Dans ces conditions, les cDCs du greffon et du récipient incorporent le BrdU de la 
même façon, confirmant que les cDCs sont capables de proliférer dans les organes lymphoïdes 
périphériques et/ou de se différencier d’un précurseur splénique [38]. 
 L’utilisation de parabioses, où le système circulatoire de deux souris C57BL/6 est joint 
pendant 45 jours, permet d’étudier de façon plus précise l’homéostasie d’une population de 
cellules en termes de demi-vie, cinétique de remplacement et capacité migratoire [39]. Ces 
expériences montrent qu’après 45 jours, les cDCs ne s’équilibrent pas entre les deux 
parabiontes, confirmant la courte demi-vie des cDCs en opposition aux LT par exemple qui 
eux s’équilibrent parfaitement. Suite à la séparation des souris, les cDCs dérivées du 
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parabionte sont entièrement remplacées par les cellules dérivées de précurseurs endogènes en 
10 à 14 jours, contre 21 jours pour les LT [38].  
 Ces différentes études suggèrent que les cDCs sont donc issues d’un recrutement 
continu de précurseurs circulant dans le sang qui, une fois dans le tissu ou organe, vont se 
différentier en cDCs. Les cDCs pourront alors y proliférer. Cependant, lorsque les cDCs sont 
chargées avec un peptide antigénique, leur persistance pourra atteindre 14 jours, augmentant 
alors leur capacité à interagir et activer les LT spécifiques du complexe peptide-MHC [38, 40, 
41]. L’homéostasie des cDCs varie de plus en fonction du sous-type de cDCs. Il est donc 
nécessaire de comprendre l’hétérogénéité des cDCs afin d’élucider de façon précise les 
propriétés intrinsèques à chaque sous-type [32, 36]. 
 
2.1.3. L’hétérogénéité des cDCs 
 Les cDCs sont une famille complexe de cellules. Le phénotype de ces cellules est 
variable d’un tissu à un autre au sein d’un même organisme et peut différer entre l’homologue 
murin et humain, rendant difficile la caractérisation de l’hétérogénéité des cDCs. Les 
nouvelles technologies d’analyses permettant d’explorer la complexité immune au niveau 
d’une seule cellule telle que le single cell RNA sequencing (scRNAseq) ou la cytométrie 
multicouleurs non supervisée (CyTOF), ont cependant permis une avancée considérable dans 
la compréhension de l’hétérogénéité des DCs murines et humaines. Le scRNAseq permet de 
déterminer le transcriptome de chaque cellule à partir d’une population hétérogène. Les 
cellules partageant une signature en ARNm seront regroupées de façon non biaisée en clusters 
[42]. Au moins cinq populations (clusters) de DCs ont été mises en évidence dans la rate de 
souris [43] et six populations de DCs parmi les cellules mononuclées du sang périphérique 
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(PBMCs) humain [44]. Une étude comparative des cellules immunes souris versus humain 
dans un modèle de cancer a caractérisé quatre populations de DCs conservées entre les deux 
espèces [45]. La découverte de nouveaux marqueurs de surface par le scRNAseq complémenté 
par des analyses au niveau protéique via le CyTOF ont confirmé l’hétérogénéité des DCs dans 
différents tissus que ce soit murin [46] ou humain [46, 47].  
 Le phénotype des DCs est hautement variable. Il est de plus en plus accepté de classer 
les DCs selon leurs fonctions plutôt que leurs phénotypes [41]. Les DCs sont donc divisées en 
deux populations majeures de cDCs; les cDCs de type 1 (cDC1) et de type 2 (cDC2) et une 
population de DCs non conventionnelle, les cellules dendritiques plasmacytoides (pDCs). Ces 
différents sous-types de DCs présentent de plus une hétérogénéité au sein de leur propre 
groupe. Comprendre l’hétérogénéité des sous types de cDCs, en termes de phénotypes et de 
fonctions, est donc primordiale pour élucider leurs rôles dans l’initiation d’une réponse 
adaptative ainsi que dans la mise en place d’un état de tolérance lors de la présentation du soi. 
 
2.2. Les sous-types de cellules dendritiques conventionnelles 
2.2.1. Les cellules dendritiques conventionnelles de type 1  
 Les cDC1 murines sont présentes dans la majorité des organes et tissus de l’organisme. 
Historiquement, elles sont reliées à l’expression de CD8α et DEC205 et à l’absence de CD11b 
[48]. D’autres marqueurs de surface seront par la suite décrits tel que XCR1 [49], Clec9a (ou 
DNGR1) [50, 51] et CD24 [30] dans les organes lymphoïdes. Dans les tissus, tels que la peau 
ou les intestins, les cDC1 expriment CD103, DEC205 et la langherine, mais n’expriment pas 
CD8α ni CD11b [52-54]. La glycoprotéine CD8α n’est pas exprimée sur les cDCs humaines, 
et ce indépendamment de leur localisation [55, 56]. Les cDC1 humaines sont caractérisées par 
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l’expression de XCR1 [57, 58], Clec9A [50, 59] et BDCA3 (CD141) [60] et partagent les 
mêmes caractéristiques fonctionnelles que leur équivalent murin[61]. D’une façon générale, 
les cDC1, indépendamment de l’espèce et de leurs localisations, expriment le facteur de 
transcription IRF-8 [62]. 
 Les cDC1 produisent de hauts niveaux d’IL-12 suite à leur activation, cytokine 
inflammatoire importante pour l’activation des LT et des NK, par exemple [63, 64]. Elles sont 
plus efficaces dans la présentation d’Ag exogènes via le MHC-I aux LT CD8+ par la 
présentation croisée [65-67] et à l’inverse moins efficaces dans la présentation d’Ag via le 
MHC-II aux LT CD4+ que les autres sous types de cDCs [41, 67, 68]. Ces deux particularités 
leur confèrent une forte capacité dans le contrôle des pathogènes intracellulaires [63, 69-71]. 
Les cDC1 sont, de plus, essentielles à l’activation des LT CD8+ lors d’une réinfection et dans 
la génération de LT mémoires résidentes notamment par la présentation croisée [72, 73]. Le 
rôle majeur des cDC1 dans l’activation des LT CD8+ est couplé à leur localisation [74]. En 
effet, elles sont présentes dans la pulpe rouge et blanche, ainsi que dans la zone marginale de 
la rate, ou dans le sinus subcapsulaire des ganglions lymphatiques drainant. De façon générale, 
les cDC1 se situent dans des endroits où circulent les Ag par le système sanguin ou 
lymphatique. Elles migreront ensuite dans la zone T afin de présenter ces Ag aux LT CD8+ 
[75-78]. Ces propriétés font des cDC1 un des sous-types de cDCs ciblés notamment en 
immunité anti-tumorale [79, 80].  
 Les cDC1 ont une capacité plus élevée à phagocyter des corps apoptotiques que les 
autres sous types de cDCs ou APCs [81, 82]. Elles expriment différents récepteurs impliqués 
dans la capture de ces cellules apoptotiques comme Clec9A, CD36, et merTK [83-86]. La 
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présentation de corps apoptotiques se fera par la présentation croisée et sera associée à 
l’induction de la tolérance des LT [82]. 
 
2.2.2. Les cellules dendritiques conventionnelles de type 2 (cDC2) 
 Chez la souris, les cDC2 sont caractérisées par l’expression de CD11b [87]. Cependant 
plusieurs sous-types ont été décrits via l’expression de marqueurs tels que CD4, Sirp-α 
(CD172), CXCR3, DCIR2, ESAM2 [46, 87-89]. Dans les intestins, deux sous types de cDC2 
sont retrouvés en fonction de l’expression ou non de CD103 associée à l’expression de CD11b 
[90, 91]. Chez l’humain, les cDC2 sont caractérisées par l’expression de CD1c (nommé aussi 
BDCA1 [56, 92] et sont sous-divisées en trois populations dans le sang, en fonction des 
marqueurs de surfaces CD163 et Sirp-α [46, 47]. L’hétérogénéité des cDC2 est présente en 
fonction des tissus, mais aussi au sein d’un même individu [47]. Malgré la haute variabilité du 
phénotype des cDC2 chez l’humain et la souris, il est admis que l’expression du facteur de 
transcription IRF-4 est spécifique à cette sous-population particulière [62]. 
 Les cDC2 ont une forte capacité à activer les LT CD4+ par la présentation de peptides 
antigéniques dans le contexte du MHC-II [41, 67, 68] et sont de ce fait retrouvées à proximité 
des LT CD4+ de la zone marginale de la rate [77]. On les retrouvera aussi dans la zone 
interfolliculaire et la zone lymphatique des ganglions lymphatiques [78]. Elles sont de plus 
spécialisées dans la détection de pathogène intracellulaire via leur haute expression de 
récepteurs senseurs d’acide nucléique, comme le récepteur des gènes inductibles par l'acide 
rétinoïque (retinoic-acid-inducible gene, RIG-1) ou les récepteurs de type NOD (NLR) [93]. 
Dans les intestins, les cDC2 produiront, entre autres, de l’IL-23 en réponse au microbiote, une 
cytokine nécessaire pour la différenciation des cellules T en Th17 [94-96]. Les cDC2 
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expriment le TLR7, requis pour la détection des ARN simple brin [93, 97]. De plus, elles sont 
importantes pour le recrutement des autres cellules du système immunitaire par leur 
constitutive capacité à produire de hauts niveaux (supérieur aux cDC1) de MIP1a, MIP1b et 
RANTES, production augmentée suite à une activation du TLR7 ou du TLR9 [98].  
  
 Les cDCs sont donc une famille hétérogène de cellules en termes de phénotypes, de 
localisations et de fonctions. De façon simplifiée, les cDC1 sont importantes pour la 
présentation croisée, l’activation des LT CD8+ ainsi que la phagocytose des corps apoptotiques 
tandis que les cDC2 sont liées à l’activation et la polarisation des LT CD4+ (Figure 1). La 
caractérisation précise de chaque sous-type est donc primordiale pour comprendre leurs rôles 
dans le contrôle des infections, la pathogenèse des maladies auto-immunes, ainsi que pour 
développer de nouvelles stratégies thérapeutiques anti-cancer par exemple. Afin de 
comprendre l’hétérogénéité des cDCs, les chercheurs se sont intéressés à déterminer comment 
ces différents sous-types sont générés et comment leurs localisations peuvent affecter leurs 












 Les cDCs et les mcDCs chez la souris et l’humain Figure 1.
En bleu, les marqueurs retrouvés exclusivement dans les modèles murins. En orange, les marqueurs 
spécifiques aux DCs humaines. En violet, les marqueurs partagés par les DCs murines et humaines. 
Les fonctions spécifiques de chaque sous-type sont représentées en jaune. (LT, tissus lymphoïdes; 










2.3. L’ontogénie des cellules dendritiques conventionnelles 
2.3.1. L’origine des cDCs 
2.3.1.1. Les stades de différenciation des cDCs 
 Les cDCs dérivent des cellules souches multipotentes hématopoïétiques résidentes de 
la moelle osseuse (HSCs). La HSC pourra générer un progéniteur multipotent de la lignée 
lymphoïde et myéloïde (LMPP). Le LMPP se différencie en deux sous types de précurseurs, le 
précurseur commun de la lignée myéloïde (CMP) et le précurseur commun de la lignée 
lymphoïde (CLP) [102]. Les CMP se développeront ensuite en précurseurs des granulocytes et 
macrophages (GMP) et en précurseur des macrophages et DCs (MDP). Les MDP perdent alors 
leur potentiel de différenciation en granulocyte pour se différentier en progéniteur commun 
des monocytes (cMoP) et en précurseur commun des DCs (CDP). Les cMoP se différentient 
exclusivement en monocyte. Les CDP en fonction de leur expression de CSFR1, ou non, se 
différencient préférentiellement en précurseur spécifique des cDCs (pré-cDCs) ou en 
précurseurs des pDCs respectivement [103-105] (Figure 1A). Les pré-cDCs quitteront la 
moelle osseuse pour rejoindre la périphérie et se différencier en cDCs. Un précurseur antérieur 
aux pré-cDCs nommé pro-DC a été caractérisé dans la moelle et dans le sang de souris [103]. 
 Cette voie linéaire de différenciation des cDCs n’est pas la seule qui permet de générer 
des cDCs (Figure 2A). Différentes études montrent que les cDCs peuvent se différencier à la 
fois via la voie myéloïde (CMP) et la voie lymphoïde (CLP). Des transferts in vivo de CMP et 
de CLP permettent de générer des cDCs dans la rate et le thymus notamment[106]. Ces études 
démontrent donc que la différenciation des cDCs est très régulée et que plusieurs voies sont 
présentes pour générer ces cellules. Étant donné le rôle majeur des cDCs dans l’initiation ou la 
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tolérisation d’une réponse immune, la non-redondance de ces voies permet différentes 
alternatives de différenciations de ces cellules en cas de défauts.  
 La majorité des études sur la différenciation des cDCs favorise un modèle de 
différenciation binaire, où un précurseur donne naissance à des progéniteurs des deux linéages, 
myéloïde versus lymphoïde. Cependant, de plus en plus d’études suggèrent que les 
populations de précurseurs présentent, et ce à des stages très tôt de la différenciation, tels que 
le LMPP, des signatures spécifiques des cDCs. Une méthode utilisant des code-barres qui 
permettent d’identifier chaque cellule et sa progéniture a démontré que les LMPP sont une 
population hétérogène où une cellule aura une signature lymphoïde et une autre myéloïde 
[107]. Par la suite, il a été démontré que cette trajectoire de différenciation en cDCs a déjà lieu 
au stade du HSPC [108]. Ces études révèlent la complexité du choix de différenciation d’un 

















 Les modèles actuels de différenciations des cDCs.  Figure 2.
A) Modèle simplifié de différenciation linéaire des cDCs. Les LMPP présents dans la moelle osseuse 
se différencient en CMP ou CLP. Les CMP vont préférentiellement se différencier en GMP puis en 
granulocyte, mais les CMP exprimant le récepteur au Flt3L vont se différencier en MDP, progéniteurs 
bipotents, qui pourront se différencier en monocytes ou en CDP. Les CDPs exprimant le récepteur 
CSFR1 pourront se différencier en pré-cDC. Cette population hétérogène contient des progéniteurs 
préférentielles pour les sous-types de cDC1 et cDC2.   
B) Modèle simplifié de différenciation non linéaire. Les LMPP sont décrits comme multipotents. Il est 
cependant suggéré qu’elles expriment un biais de linéage spécifique pour la génération de monocyte ou 
de cDCs. Les LMPPs monopotents (marqués d’une seule couleur) vont générer, soit des monocytes, 
soit des cDCs. Les LMPPs tripotents (marqués de trois couleurs) vont pouvoir se différencier en 
monocytes et en DCs, via l’intermédiaire d’un MDP et CDP bipotents. Les CDP pourront ensuite être 
séparés en précurseurs spécifiques des pDCs et en précurseurs des cDCs. 
 LMPP, progéniteur multipotent de la lignée lymphoïde; CMP, progéniteur myéloïde commun; CLP, 
progeniteur lymphoïde commun; GMP, précurseur des granulocytes et macrophages; MDP, 




2.3.1.2. Le rôle des facteurs de transcription et cytokines 
 La spécification de chaque sous-type de précurseurs vers une différenciation en cDCs 
est hautement régulée par l’expression, ou non, de facteurs de transcription et par la présence 
de cytokines. 
 Zbtb46 est un facteur de transcription exprimé dès le stade pré-cDCs jusqu’aux 
cDCs[109, 110]. Lorsque son expression est forcée dans des progéniteurs de la moelle, un 
biais de différenciation en cDCs est observé [110]. Cependant, l’absence de Zbtb46 n’est pas 
associée à une diminution des cDCs. Les cDCs générées en absence de Zbtb46 gardent 
l’expression du récepteur au G-CSF et du facteur inhibiteur de leucémie (lif), normalement 
réprimé lors de la différenciation. Ces résultats suggèrent que Zbtb46 n’est pas requis pour la 
différenciation des cDCs, mais est spécifique à la voie de différenciation cDCs [110]. 
 Un facteur de transcription important dans l’orientation d’une différenciation vers les 
cDCs est PU.1. PU.1 est un membre de la famille des facteurs de transcription E-26 (E26-
transformation-specific, ETS) et est exprimé par les CDP et les cDCs [111-113]. En absence 
de PU.1 chez des souris déficientes, un défaut en cDCs est observé [111]. De plus, des 
expériences où l’expression de PU.1 est forcée dans des précurseurs, suggèrent un rôle dose-
dépendant de PU.1 dans le choix de différenciation macrophage versus cDCs [114-116].  
 L’expression de PU.1 est associée de façon dose dépendante à l’expression du 
récepteur du Flt3L (Flt3R ou CD135) par les cellules [111]. De manière intéressante, seules 
les CMP et CLP exprimant le Flt3R pourront se différencier en cDCs [117, 118], démontrant 
un rôle important du Flt3L pour la génération des cDCs. En absence du Flt3R ou de la 
cytokine, un défaut en cDCs est observé. Ce défaut est beaucoup plus dramatique en absence 
de la cytokine que du récepteur [119-121]. En absence du récepteur pour le Flt3L, les 
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précurseurs de cDCs augmentent leur sensibilité pour d’autres cytokines telles que le M-CSF 
ou CSF et pourront se différentier, expliquant la présence, cependant moindre, de cDCs dans 
ces souris [122]. L’injection de Flt3L in vivo conduit à une augmentation du nombre de 
précurseurs, de cDCs, mais aussi de pDCs, suggérant que la signalisation du Flt3L n’est pas 
spécifique seulement aux cDCs, mais est aussi requise pour la différenciation des DCs non 
conventionnelles [118].  
 De plus, PU.1 contrôle l’expression d’autres facteurs de transcription décrits comme 
étant importants pour les cDCs tel que DC-SCRIPT. L’absence de DC-SCRIPT conduit à un 
défaut en cDCs et une augmentation des pDCs. Cette étude démontre aussi que l’expression de 
PU.1 induit une répression de gènes impliqués dans la différenciation en pDCs et induit 
l’expression de gènes requis pour la différenciation et la fonction des cDCs tel que Zbtb46 
[123]. 
 Le facteur de transcription Irf8 est important pour la génération des cDCs. En effet, son 
expression ou non dans les LMPP permet de distinguer deux sous-types de progéniteurs. Les 
LMPP exprimant IRF-8 se différencient à partir des LMPP n’exprimant pas IRF-8. 
L’expression de ce facteur de transcription conduit à l’ouverture de la chromatine au niveau 
d’enhancers impliqués dans le linéage des cDCs, démontrant un rôle épigénétique dans la voie 
de différenciation [124]. Ces études suggèrent donc que la différenciation des cDCs ne suivrait 
pas un modèle de différenciation binaire, mais que les précurseurs sont une population déjà 
hétérogène où l’épigénétique et l’environnement peuvent marquer très tôt leur orientation en 
cDCs. 
 Cette hétérogénéité des précurseurs se retrouve aussi au stage pré-cDC. L’utilisation de 
scRNAseq sur la population de pré-cDC a permis de caractériser au moins quatre sous types 
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de précurseurs avec des signatures transcriptomiques distinctes, dans la moelle osseuse et dans 
la rate, qui se différencieront préférentiellement en cDC1 ou cDC2 [125, 126].  
 
2.3.2. La spécification en cDC1 
2.3.2.1. Précurseurs  
 Les pré-cDCs sont une population hétérogène de précurseur. Au sein de cette 
population, un sous type de cellules nommé pre-cDC1 a une capacité de différenciation 
préférentielle en cDC1 in vivo. Ce sous-type de pré-cDCs est caractérisé dans deux études 
différentes par l’absence de l’expression de Ly6C et de Siglec-H [125] ou par l’expression de 
CD117 et l’absence de CD115 [126]. Dans la rate, l’expression de CD24 a été associée avec 
une différenciation préférentielle des pré-cDCs en cDC1 [127].  
 De manière intéressante, des transferts in vivo de CLPs ont démontré que ces dernières 
vont préférentiellement se différencier en cDC1 plutôt qu’en cDC2 tandis que les CMP 
produiront un nombre similaire de cDC1 et cDC2, suggérant un biais cDC1/cDC2 très tôt dans 
la voie de différenciation [128]. Une autre étude publiée par l’équipe du Dr Naik démontre 
même une signature cDC1 dès le stade HSPC, progéniteur multipotent à la fois impliqué dans 
la voie myéloïde et lymphoïde [108]. Cela permet d’émettre l’hypothèse que le biais 
cDC1/cDC2 est présent très tôt dans le développement. L’avancée technologique combinant 
maintenant du scRNAseq avec de l’ATAC-seq, qui permet de voir les signatures 
épigénétiques, devrait ouvrir de nouvelles perspectives dans la compréhension de la 





2.3.2.2. Le rôle des facteurs de transcriptions et des cytokines 
 La différenciation en cDC1 est aussi affectée par l’expression de certains facteurs de 
transcription. Un des facteurs de transcription le plus décrits comme étant requis pour la 
différenciation en cDC1 est IRF-8. En absence de Irf8, un défaut en cDC1 CD8α+ et CD103+ 
est observé dans les organes lymphoïdes et dans la peau [130, 131]. IRF-8 contrôle notamment 
l’expression de gènes impliqués dans la production d’IL-12 [132]. Cependant, IRF-8 est aussi 
important pour la prolifération et le maintien des MDPs, impliqués dans le développement des 
cDCs, pDCs et monocytes. Irf8 a donc un rôle important dans les précurseurs des cDCs en 
général et le maintien de son expression dans les pre-cDC1 sera associé avec leur 
différenciation en cDC1 [124, 133]. 
 Le maintien de l’expression de IRF-8 dans la différenciation des cDC1 est lié à 
l’expression du facteur de transcription Batf3. L’absence de Batf3 conduit à un défaut 
spécifique des cDC1 et pré-cDC1 dans le sang et la rate, mais pas dans la moelle osseuse. De 
manière intéressante, les pre-cDC1 de la moelle osseuse expriment IRF-8 en absence de Batf3, 
mais une fois en circulation, un défaut d’expression d’IRF-8 est observé, suggérant une 
régulation du maintien d’IRF-8 par BATF3 dans la différenciation des pre-cDC1 en cDC1 
[126].  
 
2.3.3. La spécification en cDC2 
2.3.3.1. Précurseurs 
 Comme pour les cDC1, un sous type de pré-cDCs ayant un potentiel de différenciation 
en cDC2 a été caractérisé par l’expression de Ly6C et l’absence de Siglec-H [125] ou par 
 
 22 
l’expression de CD115 et l’absence de CD117 [126]. De plus, dans la rate, les pré-cDCs 
exprimant de bas niveaux de CD24 vont préférentiellement se différencier en cDC2 [127].  
 Les cDC2 sont une population beaucoup plus hétérogène que les cDC1. En effet, les 
cDC1 vont varier en termes de phénotypes et de fonctions de façon dépendante de leur 
environnement, tandis qu’une haute hétérogénéité du phénotype des cDC2 est observée à la 
fois en fonction de leurs localisations, mais aussi au sein d’un même organe. De ce fait, 
différents facteurs de transcription sont impliqués pour la différenciation des différents sous-
types de cDC2. 
 
2.3.3.2. Le rôle des facteurs de transcriptions et des cytokines 
 Les cDC2 expriment le facteur de transcription IRF-4 par opposition aux cDC1 qui 
expriment et requièrent IRF-8. L’absence d’IRF-4 ,dans des modèles de souris déficientes, est 
associée à une réduction spécifique du nombre du sous-type de cDC2 CD11b+ qui exprime 
CD4+, dans la rate et les ganglions lymphatiques drainants [62, 134]. Cependant, des cDC2 
CD11b+ sont présents dans la peau en absence d’Irf-4, mais ces dernières sont incapables de 
migrer de la peau aux ganglions lymphatiques drainants suggérant que IRF-4 ne seraient pas 
requis pour leur différenciation, mais pour leur migration [135]. 
 Le facteur de transcription REL-B est hautement exprimé dans les cDC2 de la rate, 
mais pas par les cDC2 des autres tissus. En absence de ce dernier, un défaut en cDC2 
CD11b+CD4+ est observé [136, 137]. REL-B est un membre de la famille de NF-kB et peut 
agir en répresseur ou activateur de la transcription, notamment via son interaction avec la 
sous-unité p50 ou p52 de NF-kB [138]. Cependant, le mécanisme par lequel REL-B contrôle 
le développement des cDC2 CD11b+CD4+ n'est pas encore bien caractérisé. 
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L’utilisation de chimères hématopoïétiques a démontré que REL-B régule de façon cellule 
intrinsèque seulement les cDC2 CD11b+CD4+Esam+ de la rate, mais n’est pas important pour 
la différenciation des cDC2 CD4+Esam- spléniques ni pour les cDC2 des autres tissus [139].  
 Les cDC2 peuvent aussi être sous-divisées en fonction de leur expression et 
dépendance au récepteur Notch-2 et à son effecteur Rbpjk. La délétion ubiquitaire, ou 
spécifique aux cellules exprimant CD11c de Rbpj, induit une diminution du nombre de cDC2 
CD11b+ESAM+ dans la rate ainsi qu’une diminution des cDC2 CD11b+CD103+ dans les 
intestins [88, 140].  
 
 Les cDCs sont donc une famille de cellules hétérogènes. Les cDCs expriment de hauts 
niveaux de MHC-II et de CD11c. Leur phénotype varie en fonction des tissus et peut-être 
différent chez l’humain. Les cDCs se différencient principalement par une voie myéloïde, 
mais peuvent aussi provenir de la voie lymphoïde. Cependant, l’avancée des techniques a 
permis de démontrer une signature transcriptomique de cDCs dès le stade LMPP et HSPC, 
remettant en question le schéma actuel de différenciation. Les cDCs sont divisées en deux 
grandes familles, les cDC1 et les cDC2. Chaque sous-type est dépendant de facteurs de 
transcription distincts et possède des fonctions qui leurs sont propres. Comprendre 
l’hétérogénéité des cDCs, en termes de fonctions, phénotypes et différenciations est un 
domaine actuellement en plein essor. En effet, déterminer les spécificités de chaque sous-type 
permettra notamment de mieux comprendre leurs rôles dans l’initiation ou la tolérisation d’une 




 Les cellules dendritiques non conventionnelles 3.
3.1. Généralités 
La caractérisation des cellules dendritiques a permis la mise en évidence d'une riche 
diversité en terme de sous-type et a complexifié leur classification. Les DCs regroupent les 
cDCs, décrites précédemment, ainsi que les DCs dites non conventionnelles telles que les 
cellules dendritiques plasmacytoïdes (pDCs) et les cellules dendritiques dérivées de 
monocytes (mo-DCs). Les cDCs et les DCs non conventionnelles partagent des similitudes 
phénotypiques. Cependant, les DCs non conventionnelles ont des propriétés fonctionnelles qui 
leur sont spécifiques ainsi que des voies d'ontogénie différentes des cDCs, remettant en 
question leur classification parmi les cellules dendritiques. 
 
3.2. Les cellules dendritiques plasmacytoïdes 
Les pDCs ont d'abord été décrites chez l'humain comme une population de cellules 
présente dans le sang périphérique produisant de hauts niveaux d'IFN de type I (α et β) [141-
143] puis dans un modèle murin en 2001 [144-146]. Les pDCs ont une morphologie 
comparable aux plasmocytes, mais à l'inverse de ces dernières, elles vont, suite à leur 
activation par un agent viral, produire de fortes quantités d'IFN-α et pourront activer les 
lymphocytes T naïfs, suggérant que ces cellules font partie de la famille des DCs [147]. Les 
pDCs expriment notamment le TLR7 et le TLR9 au sein du compartiment endosomal 
permettant la détection des ARN et des ADN viraux respectivement[148]. L'activation de ces 
récepteurs conduit entre autres à la production d'IFN de type I via la voie de signalisation 
Myd88/IRF-7 [149]. De plus, leur déplétion dans différents modèles murins conduit à un 
 
 25 
défaut dans le contrôle d'infection aiguë et chronique, leur conférant un rôle majeur dans le 
contrôle des infections [149, 150]. 
 
3.2.1. Leur phénotype 
Comme les cDCs, les pDCs n'expriment pas les marqueurs lymphocytaires (CD3 et 
TCR) et les marqueurs de cellules NK (NK1.1, DX5). Cependant, les pDCs murines se 
distinguent des cDCs par l'expression de niveau intermédiaire de CD11c et l'expression de 
B220 [146], en opposition aux cDCs qui sont CD11cfortB220neg. Les pDCs se caractérisent de 
plus par l'expression de Siglec-H [151], BTS2 (ou mPDCA-1) [152], CD2 et Ly6C [153], non 
exprimés par les cDCs. Chez l'humain, les pDCs n'expriment pas CD11c, mais elles 
exprimeront BDCA2, CD123 ainsi que CD2 [154]. Chez la souris et chez l'humain, les pDCs 
peuvent exprimer CD8a et CD4 révélant un premier degré d'hétérogénéité de cette famille de 
cellules. D'autres marqueurs, notamment des récepteurs de migration, peuvent ou non être 
retrouvés sur les pDCs en fonction de leur localisation [155]. De façon générale, les pDCs 
murines et humaines expriment et sont dépendantes du facteur de transcription E2.2 [156, 157] 
ainsi que de IKAROS [158]. 
Les pDCs se retrouvent principalement dans la moelle osseuse où elles se développent 
et rejoignent la zone T des ganglions lymphatiques drainants via la circulation sanguine et leur 
passage via les HEVs, à l'inverse des cDCs qui privilégient la voie lymphatique [159]. Les 
pDCs seront aussi présentes dans la pulpe blanche de rate [160], dans le thymus [161], dans le 
petit intestin et le colon [162] par exemple. La migration des pDCs est régulée notamment par 
l'expression de récepteurs de migrations spécifiques. Par exemple, la migration au thymus et 
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au petit intestin est dépendante de CCR9 tandis que la migration au colon est CCR9 
indépendante [155, 161, 162]. 
 
3.2.2. Ontogénie 
Classiquement, les pDCs se différentient selon la voie myéloïde ou lymphoïde. En 
effet, les pDCs et cDCs se différentient à partir des CDP de la moelle osseuse. Les CDP se 
sous-divisent en CDP CD115+ et CD115- présentant un potentiel de différenciation 
préférentielle en cDCs ou en pDCs respectivement [104]. L’augmentation de l'expression de 
E2-2 par le CDP CD115- permet sa différenciation en précurseur de pDCs exprimant 
CD11cintB220+Siglec-H+, mais n'exprimant pas CCR9. Cependant, ce pre-pDC CCR9- 
présente toujours un potentiel de différenciation en cDCs et en pDCs en fonction de 
l'environnement [163, 164]. De façon intéressante, les pDCs présentent de fortes similitudes 
avec les cellules de la famille des lymphocytes B, tel que la présence de réarrangement des 
gènes chaînes lourdes des immunoglobulines, la présence de transcrit RAG et l'expression de 
marqueur de surface classiquement attribuer aux cellules B tel que B220 [165]. De plus, in 
vitro les CLP peuvent générer des pDCs aux phénotypes et fonctions similaires à celles 
présentes in vivo [165, 166].  
Récemment, une étude réalisée par l'équipe du Dr Ginhoux a remis en question la 
différenciation des pDCs [153]. En utilisant une stratégie basée sur du single cells RNAseq 
associée à des analyses bio-informatiques de prédiction du degré de différenciation, suivie 
d'une validation in vitro et in vivo, ils démontrent que les pDCs se différencient 
principalement par la voie lymphoïde. Leur étude démontre la différentiation des pDCs à partir 
du LMPP en pro-préDCs Ly6D+, précurseur qui présente de nombreuses similitudes avec le 
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CLP IL-7Ra+Ly6D+CD115- à la fois au niveau phénotypique et transcriptomique. Ce pro-
pDCs se différenciera ensuite en pre-pDCs (Ly6D+IL-7R+Flt3L+Siglec-H+CD81+CD115-) puis 
en pDCs [153].  
 
3.3. Les cellules dendritiques dérivées de monocytes 
Les mo-DCs représentent une population rare de cellule à l'état de base [167], mais 
leurs nombres augmentent fortement dans des modèles inflammatoires [168-173]. Lors d'une 
infection notamment, les monocytes se différentient en mo-DCs, cellules aux phénotypes et 
fonctions très similaires aux cDCs. En effet, en plus de présenter la capacité d'induire une 
réponse T, les mo-DCs peuvent faire de la présentation-croisée d'Ag [174], fonction 
classiquement attribuée classiquement aux cDC1. L'origine monocytaire des mo-DCs et leur 
augmentation en condition inflammatoire sont deux critères qui remettent en question leur 
appartenance à la famille des cDCs, mais qui leur suggère un rôle important dans des 
situations où une augmentation des APCs, au lieu même de l'inflammation, peut favoriser et 




 Les mo-DCs partagent de nombreuses similitudes phénotypiques avec les cDCs 
comme notamment l'expression de CD11c, CD26, du CMH-II [168, 175] et expriment le 
facteur de transcription spécifique aux cDCs, Zbtb46 [109, 110, 176]. Elles expriment de plus 
les marqueurs DC-SIGN, CD206, Sirp-α ainsi des marqueurs attribués au linéage monocyte/ 
macrophage tels que CD14, F4/80 et CD64 [175, 177]. Une difficulté dans la caractérisation in 
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vivo de ces cellules est notamment liée au fait qu'il est décrit dans certaines études que le 
phénotype des mo-DCs est très dynamique. En effet, suite à une infection au LPS par exemple, 
les mo-DCs perdent rapidement l'expression des marqueurs associés aux monocytes comme 
Ly6C et CD115 et augmentent l'expression de CD11c, CMH-II et CD14. De plus, elles 
acquièrent une morphologie similaire aux cDCs [177]. Les mo-DCs ont aussi été décrites chez 
l'humain dans différentes pathologies inflammatoires [178-180] et partagent de nombreuses 
similitudes avec les mo-DCs murines. Elles expriment CD11c, HLA-DR, CD14, BDCA1, 
FceR1, CD206 ainsi que CD11b et CD172 [174, 181]. 
 Les mo-DCs se retrouvent donc au lieu de l'inflammation où ont été recrutés les 
monocytes circulant. Les mo-DCs seront présentes, par exemple, dans la rate de souris 
infectées par la bactérie Listeria monocytogenese [169], dans les ganglions lymphatiques 
drainants médiastinaux suite à une infection à influenza [171], dans les tissus pulmonaires lors 
d'une infection fongique à Aspergillus [170] ainsi que dans le colon et les ganglions 
mésentériques dans un modèle de colite [172], mais aussi dans la zone T des ganglions 
lymphatiques drainant suite à l'injection de LPS [177].  
  
3.3.2. Ontogénie 
 Classiquement, les monocytes se différencient à partir du précurseur CDP puis GMP 
puis MDP pour ensuite générer un précurseur spécifique des monocytes nommée cMoP dans 
la moelle osseuse [182-185]. Le cMoP exprime les marqueurs CD117, CD115, Ly6 et 
n'exprime pas CD135, CD3, CD19 et NK1.1 [185]. La voie de différentiation des monocytes 
est donc très proche de la voie de différentiation des cDCs qui passe, selon le modèle de 
différentiation linéaire, par le précurseur MDP bipotent (Figure 2A). Le précurseur cMoP a la 
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capacité de se différencier en en monocytes inflammatoires ou circulants (patrolling 
monocytes) en fonction du maintien ou non de l'expression de Ly6C respectivement [185]. 
Cependant, cette voie de différenciation a été remise en cause dans une étude récente [186]. 
En effet, via la génération d'une souris reportrice de l'expression du gène Ms4a3, décrit 
comme spécifique aux monocytes et macrophages, les auteurs démontrent que les MDP ne 
proviennent pas des GMP. De plus, ils démontrent que les MDP génèrent des monocytes sans 
la génération du cMoP. Cela suggère 2 voies de différenciation des monocytes directement à 
partir des MDP ou via la différenciation du GMP en cMoP [186]. D'autres études seront 
nécessaires pour comprendre l'impact de chaque voie dans la différenciation des monocytes et 
des mo-DCs.  
 La différenciation du monocyte en mo-DCs est majoritairement reliée à un environnent 
inflammatoire. En effet, le GM-CSF et l'IL-4 notamment sont décrits comme importants pour 
la génération de ces cellules même si en absence de ces dernières une différenciation en mo-
DCs est observable, mais cependant plus faible [176, 181]. De plus, l'expression de IRF-4 
semble primordiale à leur différenciation dans des études in vitro [176]. Son expression est 
induite in vitro par la présence d'IL-4 dans le milieu[176]. De plus, IRF-4 permet l'induction 
de la transcription du facteur NR4A3, dont l'absence dans un modèle de souris déficiente est 







3.4. La classification des pDCs et des mo-DCs  
 Les pDCs et les mo-DCs sont donc des cellules capables de maturer suite à une 
interaction avec un ligand TLR, de phagocyter et de présenter des Ag dans le but d'induire une 
réponse des lymphocytes T, caractéristiques partagées avec les cDCs. Cependant, leur 
classification est encore aujourd’hui source de débat.  
Les pDCs diffèrent des cDCs notamment par leur origine lymphoïde [153, 166] en opposition 
aux cDCs qui privilégie une voie myéloïde selon le modèle de différenciation linéaire. De 
plus, la présence caractéristique de dendrites par le cDCs n'est pas retrouvée chez les pDCs qui 
présentent une morphologie de cellules rondes [148]. Dans des modèles d'infections 
chroniques comme LCMV clone 13, les pDCs présentent un phénotype épuisé, c'est-à-dire une 
diminution de leur capacité a produire de hauts niveaux d'IFN de type I, mais conserve la 
capacité a maturer [187, 188]. L'épuisement lors d'infection chronique est une propriété décrite 
plus particulièrement pour la réponse des lymphocytes T [189], mais qui à ce jour n'a pas été 
démontrée pour les cDCs. L'appartenance des pDCs à la famille des DCs a de plus été remise 
en question par l'équipe du Dr Ginhoux qui suggère que les pDCs seraient en réalité un sous-
type de cellules lymphoïdes innées (innate lymphoid cell; ILC) de par leur origine lymphoïde 
et leur propriété spécifique. D'autres études sont nécessaires pour conclure sur la classification 
des pDCs [153].  
Les mo-DCs partagent de nombreuses similitudes avec les cDCs. Notamment, les mo-DCs 
possèdent dans certain modèle, la capacité de faire de la présentation croisée d'Ag, propriété  
normalement attribuée aux cDC1. Cependant, les mo-DCs utiliseraient l'aminopeptidase IRAP 
pour présenter de façon croisée des antigènes solubles, facteur non essentiel pour les cDC1 
[190]. La définition des mo-DCs est complexe et peut varier d'une étude. Une étude a par 
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exemple démontré que les mo-DC DC-SIGN+ exprimaient peu le facteur de transcription 
Zbtb46 [191], tandis les mo-DCs différenciées in vitro expriment ce facteur [176]. Une autre 
différence est la dépendance au Flt3L. Cette cytokine est majeure pour la différenciation et la 
survie des cDCs [103, 105], mais, selon les modèles, n'est pas requise pour la génération des 
mo-DCs [192]. Cependant, d'autres études ont démontré la présence d'un sous-type de mo-
DCs dépendant au Flt3L dans un modèle d'injection au LPS dans une souris déficiente pour le 
Ftl3L [177].  
Même si l'appartenance des pDCs et les mo-DCs dans la famille des DC est remise en question 
et nécessite d'autres études, il est évident que ces cellules ont un rôle majeur dans l'initiation 
d'une réponse immune que ce soit par la forte production d'IFN de type I ou par leur 
différenciation au lieu même de l'inflammation/infection.  
 
 Les cellules dendritiques mérocytiques 4.
4.1. Phénotype 
 Récemment, une nouvelle population de DCs CD11c+MHC-II+ a été décrite dans la 
rate et les ganglions lymphatiques drainants de la souris, les DCs mérocytiques (mcDC). Cette 
sous-population n’exprime pas les marqueurs de surface CD8α et CD11b, respectivement 
spécifique des cDC1 et des cDC2 (Figure1) [193, 194]. De manière intéressante, les mcDCs 
partagent des similitudes avec les cDC1 telles que la capacité à phagocyter des corps 
apoptotiques et la présentation croisée. Cependant, les mcDCs ont la spécificité de stocker les 
Ag dérivés de corps apoptotiques dans des endosomes non acidifiés. Cette caractéristique leur 
permet de conserver et de présenter ces Ag aux LT pendant une longue période [194].  
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 Les mcDCs présentent des fonctions qui leurs sont propres et non retrouvées dans les 
autres sous types de cDCs. En effet, elles ont l’unique capacité de renverser l’anergie 
lorsqu’elles présentent de façon croisée des antigènes issus de corps apoptotiques. La 
présentation d’Ag issus de corps apoptotiques était jusqu’à la découverte des mcDCs, une 
propriété liée aux cDC1 et associée à l’induction d’un état de tolérance [82]. Cependant, 
lorsque les mcDCs sont chargées avec des peptides dérivés de corps apoptotiques issus de 
cellules bêta du pancréas puis transférées dans une souris non diabétique, le diabète est induit 
[193]. Dans un modèle de cancer, le transfert de mcDC chargées avec des peptides dérivés de 
corps apoptotiques exprimant l’ovalbumine (OVA) dans une souris ayant une tumeur B16 
exprimant l’Ag OVA, conduit à l’élimination de la tumeur [194]. Ces deux exemples sont 
associés spécifiquement aux mcDCs puisque le transfert de cDC1 ou cDC2 chargées avec des 
corps apoptotiques n’aura aucun impact sur l’induction de l’auto-immunité ou le contrôle 
tumoral. 
 À ce jour, aucun équivalent humain n’a encore été associé aux mcDCs. Cependant, 
plusieurs sous-types de cDCs humaines, négatives pour les marqueurs de cDC1 et de cDC2, 
ont été caractérisés tels que les AxlDCs dans le sang, la rate, la peau et les amygdales [44, 47]. 
Le marqueur Axl n’étant pas exprimé chez la souris, la fonction de cette sous-population 
humaine devra être comparée aux fonctions particulières des mcDCs afin de déterminer leur 
relation. 
 Ces cellules, qui brisent la tolérance, semblent avoir un impact néfaste sur l’organisme 
puisqu’elles peuvent induire l’auto-immunité. Définir le rôle de ces cellules à l’état de base est 
donc un axe de recherche pertinent pour la santé humaine. Il est tentant de spéculer que ces 
cellules, lorsqu’elles sont présentes en nombre physiologique, seraient importantes pour 
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contrôler le développement tumoral en activant le système immunitaire suite à la détection 
d’une cellule en apoptose. À l’inverse, si leur proportion est augmentée, leur chance de 
détecter et présenter des peptides issus de corps apoptotiques aux LT est donc plus grande, 
augmentant le risque d’induire une réponse auto-immune dans des organismes présentant des 
susceptibilités à l’auto-immunité. Cependant, aucune démonstration n’a déterminé leur rôle en 
absence d’un contexte pathologique à ce jour.  
 
4.2. La spécification en mcDC 
4.2.1. Précurseurs 
 La différenciation des mcDCs n’a pas encore été élucidée. Cependant, leur absence 
d’expression de CD8α et de CD11b, malgré leur haute expression de MHC-II et de CD11c, 
pourrait laisser suggérer que ces cellules sont une population de précurseur des cDC1 et/ou des 
cDC2. Cependant, le transfert de mcDC in vivo démontre qu’elles conservent leur phénotype 
double négatif après trois jours de transfert, confirmant leur statut de DCs différentiées [194]. 
L’utilisation de technique telle que le code-barre associée à des expériences de transferts et/ou 
de culture de différents précurseurs déjà caractérisés pour la voie des cDCs permettra de 
déterminer leur voie de différenciation.  
 
4.2.2. Les rôle des facteurs de transcription et  des cytokines 
 Les facteurs de transcription spécifiques requis pour la différenciation des mcDCs 
n’ont pas été caractérisés à ce jour. Cependant comme pour les autres cDCs, l’injection de 
Flt3L in vivo est associée à une augmentation de leur nombre [193].   
 
 34 
 De manière intéressante, des études d’analyses de liaisons, permettant d’associer un 
locus à un phénotype, ont mis en évidence un locus du chromosome 2, nommé Idd13, 
statistiquement corrélé avec les proportions de mcDCs. L’implication de ce locus nommé 
Idd13 dans le contrôle de cette sous-population de cDCs a été validée par l’utilisation de la 
souris NOD (non-obese diabetic mice) congénique où le locus Idd13 provient de la souris 
C57BL/6. Dans ce modèle, les proportions de mcDCs sont restaurées au niveau des souris non 
susceptibles au diabète, suggérant que dans cet intervalle, un ou plusieurs gènes sont 
impliqués dans la régulation des proportions de mcDCs [195]. Des études explorant le rôle des 
gènes codés dans ce locus permettront de comprendre la voie de régulation des mcDCs.  
 Les avancées en termes de sc-RNAseq ou de RNA-seq permettront de déterminer, au 
niveau du transcriptome, des facteurs de transcription exprimés spécifiquement dans les 
mcDCs en comparaison aux autres sous-types de cDCs et ouvrir des pistes sur leur voie de 
différenciation.  
 
 Les mcDCs sont des APCs capables de renverser l’anergie lorsqu’elles présentent des 
Ag dérivés de cellules en apoptose. Les mcDCs expriment CD11c et le MHC-II, mais 
n’expriment ni CD8α, ni CD11b [193] (Figure 1). Malgré leur capacité à produire de hauts 
niveaux d’IFN de type I, propriété normalement attribuée aux pDCs, les mcDCs n’expriment 
pas les marqueurs retrouvés sur les pDCs, tels que B220 et mPCDA1 [148, 149, 196]. Le 
pouvoir d’activation des mcDCs est très élevé tandis que les pDCs sont de faibles APCs [147, 
194]. Ces observations suggèrent que les mcDCs sont donc plus proches de la famille des 
cDCs que des pDCs. À ce jour, aucune évidence concrète n’a confirmé l’appartenance des 
mcDCs aux cDCs. Déterminer l’expression de facteur de transcription Zbtb46, spécifique aux 
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cDCs, mais absent dans les pDCs [109, 110], leurs propriétés homéostatiques ainsi que les 
mécanismes qui les régulent spécifiquement sont autant de caractéristiques qui permettront 
d’établir leur appartenance aux cDCs. Comprendre les mcDCs permettra de tirer avantage de 
leur capacité à renverser l’anergie dans diverses thérapies notamment dans les stratégies 
antitumorales.  
 
 Les cDCs dans le maintien de la tolérance immune 5.
Cette section est inspirée d’un article de revue publié dans le Journal of Immunology, nommé 
« The importance of dendritic cells in maintening immune tolerance » (Audiger et al., Journal 
of Immunology, 2017 Mar 15;198(6):2223-2231 (Annexe 4) 
 
5.1. Mise en évidence du rôle des cDCs dans la tolérance immune 
 Le rôle important des DCs dans la tolérance immune a été caractérisé dans différents 
modèles permettant de moduler leur nombre in vivo. La déplétion des DCs CD11c+ dans un 
modèle de souris transgénique CD11c-Cre/ROSA-dipheteria toxin A (CD11c-DTA) est 
associée à une augmentation des LT Th1 et Th17, ainsi qu’au développement d’un sévère 
phénotype auto-immun (splénomégalie, lymphodénopathie et infiltration des organes non 
lymphoïdes) [197-199]. Ces résultats ont été confirmés dans un autre modèle murin où le 
récepteur à la toxine diphtérique est exprimé sous le contrôle du facteur de transcription 
Zbtb46. Suite à l’injection de la toxine diphtérique, les cDCs sont éliminées et la souris 
présente des bris de la tolérance immune tels que des désordres myéloprolifératifs [109, 200]. 
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Ces expériences démontrent donc l’importance des cDCs dans le maintien de la tolérance 
immune.  
 De façon surprenante, si l’élimination des DCs conduit au développement de traits 
auto-immuns, l’augmentation des DCs peut être associée à une protection ou à des bris de 
tolérance en fonction du contexte. L’injection de Flt3L dans une souris susceptible au diabète 
auto-immun (la souris NOD) induit une augmentation du nombre de DCs in vivo et prévient 
l’apparition du diabète [201]. Cependant, lorsque le nombre de DCs est augmenté via une 
inhibition des voies de l’apoptose, comme dans le modèle de souris CD11c-p35, où 
l'expression de p53, impliquée dans l'inhibition des caspases, est induite sous le contrôle du 
promoteur CD11c, une infiltration des organes non lymphoïdes est observable ainsi qu’une 
forte activation des populations T et B in vitro et in vivo [202]. De façon semblable, la 
délétion de Bim dans les DCs augmente leur capacité à activer les lymphocytes T in vitro et 
induit la production d'auto-anticorps in vivo dans des expériences de transferts [203]. Ces 
études démontrent donc que, dépendamment du contexte, l’augmentation ou la diminution du 
nombre de DCs peut être ou non associée au développement d’auto-immunité, suggérant un 
mécanisme de régulation complexe. 
  Le système immunitaire est basé sur la reconnaissance du soi versus le non-soi. Les 
cDCs ont un rôle important dans l’éducation dans le thymus et le contrôle en périphérie des 
LT afin de s’assurer que les LT qui présentent une réactivité envers le soi ne puissent pas 
initier de réponse auto-immune. Pour ce faire, différents mécanismes de tolérance sont 




5.2. Les cDCs dans la tolérance thymique  
 Les LT vont lors de leur différenciation réarranger de façon aléatoire les segments de 
gènes codant pour leur chaîne du TCR. La tolérance centrale permet de tester le potentiel 
autoréactif de ces derniers afin d’éviter la migration en périphérie de ces cellules 
autoréactives, où elles pourraient initier une réponse immune contre le soi. 
  La tolérance centrale est basée sur la reconnaissance des peptides du soi présentés dans 
le contexte du MHC par les APCs et/ou les cellules épithéliales aux LT. Les DCs ont un rôle 
majeur dans ce processus (Figure 3). En effet, l’expression restreinte du MHC-II (I-E) 
uniquement sur les DCs montre que ces dernières sont suffisantes pour sélectionner 
négativement les thymocytes spécifiques dans un modèle de superantigènes endogènes en 
comparaison à des souris où le MHC-II est exprimé sur toutes les APCs [204]. De plus, les 
DCs sont les seules APC capables d’induire une sélection négative des thymocytes dans des 
cultures de thymus réagrégé (reaggregate thymus organ culture) [205]. Ces deux études 
suggèrent donc un rôle majeur des DCs dans la tolérance centrale. Les DCs n’ont pas 
seulement un rôle dans la présentation des antigènes. Elles sont aussi impliquées, lors de la 
sélection négative, dans le recrutement au sein de la médulla des thymocytes ayant subi la 
sélection positive via la production du ligand de CCR4 [206]. Comme dans l’induction d’une 
réponse immune, les différents sous-types de cDCs ont des rôles non redondants dans la 
tolérance thymique.  
 Les cDC1 résidentes (CD8α+Sirp-α-) sont le sous-type de cDCs majoritaire dans le 
thymus. Elles se différentient à partir de précurseurs lymphoïdes thymiques et se localisent 
préférentiellement au sein de la médulla. Les cDC1 vont présenter un large panel de peptides 
du soi, ainsi que présenter, de façon croisée, des Ag issus de la circulation sanguine ou des Ag 
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tissus spécifiques issus des cellules épithéliales présentes dans la médulla du thymus [207-
209]. Les cDC2 (CD8α-CD11b+Sirpa+) présentes dans le thymus proviennent de la périphérie. 
Des expériences de parabioses ont démontré que les cDC2 migrent au thymus via l’interaction 
du récepteur CCR2 et de l’intégrine α4 [210-212]. Elles se retrouvent principalement au 
niveau de la jonction cortico-médullaire du thymus où elles présentent des Ag du soi captés en 
périphérie permettant la sélection négative des thymocytes reconnaissant ces Ag [210-212].  
 Les cDC1 résidentes et les cDC2 migratoires ont la capacité de sélectionner des 
thymocytes autoréactifs qui, au lieu de mourir par apoptose, se différencient en LT régulateur 
dit naturel (nTreg) [205, 213, 214]. Dans un modèle de chimères hématopoïétiques où seules 
les DCs peuvent présenter l’Ag de l’OVA et où les LT sont spécifiques pour cet Ag, des nTreg 
sont retrouvés dans le thymus confirmant que les DCs sont capables d’induire leur 
différenciation [215]. Les cDC1 résidentes et les cDC2 migratoires ont des mécanismes 
distincts permettant la sélection des nTreg. Les cDC1 résidentes, par l’expression de CD70, 
favorisent leur survie tandis que les cDC2 migratoires, déficientes pour CD70, permettent la 
différenciation de nTreg via un mécanisme encore inconnu [214]. Cependant, les DCs ne sont 
pas les seules cellules capables d’induire des nTreg. Dans certains contextes, en absence 
d’APCs et en présence d’une forte concentration d’Ag du soi, des nTreg peuvent être 
retrouvés, suggérant un rôle des cellules épithéliales thymiques [216].  
 Même si la tolérance centrale permet d’éliminer un grand nombre de T autoréactifs, 
certains réussissent à quitter le thymus nécessitant la présence d’autres mécanismes de 






 Les rôles des cDCs dans la tolérance centrale. Figure 3.
Les cDC2 migratoires (CD11b+CCR2+) migrent de la périphérie au cortex du thymus pour induire la 
tolérance. Elles présentent des Ag issus de la périphérie et induisent l’apoptose des thymocytes 
autoréactifs. Les cDC2 migratoires promeuvent aussi la différentiation de LT régulateurs. Les cDC1 
résidentes (CD8α+) entraînent une tolérance thymique par l’induction de l’apoptose des thymocytes 







5.3. Les cDCs dans la tolérance périphérique 
 Dans un contexte non inflammatoire, les DCs présentent des Ag du soi aux LT. Les LT 
qui reconnaissent ces Ag du soi s’activeront de façon transitoire pour, soit devenir anergiques 
et donc incapables de produire des cytokines et de proliférer; soit mourir par apoptose [17]. 
Différents mécanismes permettent l’élimination des cellules T autoréactives ou leur anergie 
tels que l’inhibition de la voie de NF-κB, l’activation des voies de l’apoptose dépendantes de 
FAS ou de BIM ainsi que de la production de TNF-α [217-219].   
 Les cDCs tolérogènes, en opposition aux cDCs immunogènes, sont définies en 
fonction de leur état de maturation ou des signaux donnés aux lymphocytes (Figure 4) [209]. 
En absence d’inflammation ou de pathogènes, les cDCs sont dans un état immature caractérisé 
entre autres par une faible expression des molécules de co-stimulations, du CMH de classe 2, 
la sécrétion de cytokines tolérogènes et vont présenter des Ag du soi [22]. L’interaction des 
cDCs immatures avec les LT conduit à leur anergie. Ce mécanisme de tolérance des cDCs 
immatures est une des cibles explorées dans le développement de nouvelles stratégies 
thérapeutiques pour contrôler les bris de tolérance. Par exemple, différentes études ciblent les 
récepteurs DEC205 ou DCRI2, exprimés respectivement sur les cDC1 et cDC2 [220]. 
L’interaction de DEC205 et DCRI2 avec leurs ligands conduit rapidement à l’internalisation 
du complexe dans le compartiment endosomal et/ou lysosomal et à la présentation antigénique 
[41, 221]. Des stratégies visant à injecter in vivo des Ag couplés à des anti-DEC205 ou –
DCIR2 afin de forcer la présentation de ces Ag par les cDCs immatures pour établir une 
tolérance spécifique sont prometteuses. En effet, l’Ag se retrouve présenté de façon efficace 
par les cDCs conduisant à l’anergie ou l’élimination des LT spécifiques à l’Ag [41, 222]. 
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 Les cDCs expriment aussi différents signaux importants pour leur tolérogénicité. 
L’absence spécifique par exemple dans les cDCs de la molécule A20, protéine anti-
inflammatoire impliquée dans la voie du NF-kB, est associée avec une augmentation 
spontanée de leur maturation, de l’activation et de la prolifération des LT, ainsi qu’au 
développement de colite spontanée. L’expression de A20 dans les cDCs est donc nécessaire 
pour préserver un état de tolérance [223]. La production par les cDCs d’indoléamine-pyrrole-
2,3-dioxygenase (IDO), une enzyme impliquée dans le catabolisme du tryptophane va affecter 
la survie des LT. En effet, l’augmentation de la synthèse d’IDO par les cDCs va conduire à 
l’apoptose des LT effecteurs via une privation du tryptophane requis pour leur survie [224, 
225]. 
 En plus de leur capacité à tolériser ou à éliminer les lymphocytes autoréactifs en 
périphérie, les cDCs induiront la différenciation de ces LT en LT régulateurs dits induits 
(iTreg). Comme dans le thymus, les cDC1 et cDC2 en périphérie présentent différents 
mécanismes pour induire la différenciation des iTreg. Les cDC1 sécrètent de hauts niveaux de 
TGF-β, cytokine importante pour la différenciation de iTreg FoxP3+ [226, 227]. Les cDC2 
peuvent d’induire la différenciation de iTreg en présence de TGF-β exogène, mais auront 
surtout un rôle sur la prolifération et la survie des Treg dejà existant [227].  
 De façon surprenante, les Treg ont aussi un rôle sur la tolérance par les DCs. En 
absence de Treg, le nombre de DCs augmente. De plus, leur phénotype sera beaucoup plus 
mature en termes d’expression de molécules de costimulation ce qui sera associé à une 
réponse T augmentée. Cela suggère donc un double mécanisme de tolérance, où les DCs 
favorisent la différenciation des Treg et où les Treg maintiennent les DCs à un stade immature 
















 Le rôle des cDCs dans la tolérance périphérique.  Figure 4.
En condition inflammatoire (fond violet), les cDCs matures permettent l’activation des LT. Cependant 
en absence d’inflammation (fond vert), les cDCs induisent la tolérance en périphérie en promouvant la 
différentiation ou la fonction des Treg. Les cDCs peuvent aussi induire l’anergie ou la mort des LT.  










5.4. Les cDCs dans les maladies auto-immunes 
 Les DCs ont un rôle majeur dans le contrôle de l’initiation d’une réponse immune. Des 
dérèglements dans leurs nombres ou fonctions vont altérer ce contrôle et conduire aux 
développements de maladies auto-immunes.  
 Chez l'humain et la souris, le diabète de type 1 est associé à une signature IFN dans le 
pancréas [230, 231]. Dans la souris NOD, cette augmentation d'IFN de type I dans le pancréas 
est présente bien avant l'infiltration des LT [231]. Malgré cette forte inflammation, les cDCs 
isolées de la rate et des ganglions lymphatiques drainants pancréatiques d'une souris NOD, 
modèle de diabète spontané, présentent un défaut dans l’expression des gènes dépendant de 
l’IFN de type I, notamment par la modulation du récepteur à l’IFN-α [232]. Cependant, à 
cause de l’augmentation des signaux pro-inflammatoires et à un défaut de la régulation de la 
voie NF-κB, les cDCs différenciées in vitro à partir de moelle osseuse isolée de la souris NOD 
sont hyperactivées et ont des capacités de présentation antigénique augmentées [233, 234]. En 
effet, les cDCs isolées d’une souris NOD prédiabétique expriment de forts niveaux de la 
molécule de costimulation CD40, et l’inhibition de CD40 par des anticorps bloquants entraîne 
une protection contre le développement de la pathologie [235, 236].  
 Chez la souris NOD, le nombre de cDC1 de la rate est diminué en comparaison à une 
lignée non susceptible à l’auto-immunité [237, 238]. De plus, elles ont une capacité réduite à 
présenter des Ag de façon croisée [239]. La présentation croisée étant fortement impliquée 
dans les mécanismes de tolérance, cela suggère que les cDC1 issus de la souris NOD 
pourraient être associés à un défaut dans les mécanismes de tolérance [240]. De plus, 
l’absence de cDC1 dans une souris NOD déficientes pour le facteur de transcription Batf3, 
 
 44 
spécifique aux cDC1, protège ces souris du développement du diabète de type I confirmant 
leur rôle pathologique dans l’initiation de la maladie [241].  
 La souris NOD présente une plus grande proportion de mcDCs en comparaison à des 
souris non susceptibles au diabète de type I [193]. Les mcDCs induisent des bris de tolérance 
lorsqu’elles présentent des Ag dérivés de corps apoptotiques conduisant à une accélération du 
diabète dans la souris NOD [193]. Étant donné qu’une vague d’apoptose importante des 
cellules bêta à lieu dans le diabète de type I, il est facile de spéculer sur un rôle néfaste de cette 
augmentation de mcDC, capable de bris de tolérance, dans l’initiation de la maladie. 
 Les DCs sont impliquées dans d’autres maladies auto-immunes. Par exemple, dans le 
lupus érythémateux systémique (SLE), un allèle du gène Prdm1 codant pour BLIMP-1 est 
associé avec une augmentation du risque de développer la maladie [242, 243]. BLIMP-1 est 
décrit comme important pour le maintien des fonctions tolérogéniques des cDCs [244]. De 
façon intéressante, la déplétion spécifique de Prdm1 dans les cDCs de la souris conduit à une 
augmentation de leur activation, de l’expression du MHC-II et de la production de cytokines 
inflammatoires. Ce phénotype est similaire aux cDCs isolées de patients présentant cet allèle 
de risque [245, 246]. De plus, l’absence de Prdm1 induit une augmentation de la cathepsine S 
et altère le répertoire des T folliculaires (Tfh), augmentant la susceptibilité à l’auto-immunité 
[245].  
 Dans le modèle murin de sclérose en plaques (EAE; encéphalite auto-immune induite) 
les cDCs ont un rôle majeur dans l’initiation de la pathologie. En effet la génération de 
chimères hématopoïétiques, dont le système immunitaire d’une souris receveuse est 
reconstitué avec une moelle osseuse issue d’une souris n’exprimant le MHC-II sur aucune de 
ces APCs, est associée à une diminution de la sévérité de la maladie [247]. Des études 
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complémentaires, où l’expression du MHC-II est uniquement sur les DCs, ont déterminé que 
ces dernières sont suffisantes pour induire la pathologie dans des modèles Ag spécifiques 
[247]. De manière intéressante, les DCs s’accumulent dans le système nerveux central de 
façon CCR7 dépendante [248, 249]. Elles y présentent des auto-antigènes dérivés de la 
myéline aux LT et favorisent leur différenciation en cellules Th17, impliquées dans la 
pathologie [249, 250].  
 Les DCs ont un rôle important dans le maintien de la tolérance dans la maladie du 
greffon contre l’hôte (GVHD), pathologie où le système immunitaire présent dans le greffon 
attaque le système immunitaire de l’hôte. En effet, une greffe de moelle osseuse allogénique 
déficiente en cDCs (CD11c-DTR) entraîne une diminution des LT allogéniques [251]. De 
plus, l’utilisation de moelle osseuse déficiente pour Irf4, démontre que les cDC1 CD103+ ont 
un rôle majeur dans l’induction de la GVHD [251]. Tous ces exemples soulignent 
l’importance des DCs dans les maladies auto-immunes ainsi que dans le contrôle de 
l’autoréactivité.  
 
 Les cDCs sont importantes dans l’induction et la tolérisation de la réponse immune. 
Des altérations de leur proportion ou leur nombre (augmentation ou diminution) peuvent être 
associées à la fois à la présence de bris de tolérance ou à une protection de symptômes auto-
immuns, en fonction des modèles, démontrant un rôle majeur des cDCs dans la tolérance 
immune. Les cDCs participent à la tolérance centrale, au sein du thymus. La présentation d’Ag 
du soi entraîne la délétion par apoptose des LT autoréactifs ou leur différenciation en nTreg. 
En périphérie, les cDCs qui présentent des Ag du soi induisent la délétion ou l’anergie des LT 
autoréactifs qui ont échappé aux mécanismes de tolérance centrale. Chaque sous-type de cDCs 
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à un rôle particulier dans les mécanismes de tolérance immune. Les proportions de cDCs 
doivent donc être finement régulées afin d’éviter des bris de tolérance comme dans le cas du 
diabète de type I. La compréhension de la différenciation de chaque sous-type de cDCs, leurs 
fonctions spécifiques dans l’induction ou la tolérisation de la réponse immune, ainsi que leurs 
mécanismes d’homéostasie en périphérie permettra de déterminer leurs mécanismes de 
régulations. Une des approches possibles pour mettre en évidence des facteurs importants dans 
le contrôle des proportions d’une population est l’immunogénétique.  
 
 L’immunogénétique 6.
6.1. Les variants génétiques 
 Un gène est une séquence de nucléotides qui code pour une protéine particulière, que 
ce soit un facteur de transcription, un récepteur de surface, une cytokine ou toute autre 
protéine. Les variations inter-individus sont contrôlées principalement par des variations 
génétiques. En effet, différentes études sur les variations génétiques du système immunitaire 
humain ont déterminé que 20 à 40% des différences, aussi bien cellulaires que moléculaires, 
seraient expliquées par des variants génétiques [252]. Ces variants sont associés à une 
diversité de phénotypes chez l’humain comme la couleur des yeux. Cependant, de nombreux 
variants génétiques sont associés à une susceptibilité accrue de développer une maladie auto-
immune [253-255]. Différentes études visent à caractériser les variants ou polymorphismes 
liés à un trait auto-immun dans le but, par exemple, de dépister les individus à risque de 
développer une pathologie donnée. 
 Les variants génétiques peuvent être associés à un phénotype cellulaire ou moléculaire 
particulier et permettre la caractérisation de nouveaux mécanismes de voies moléculaires. Par 
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exemple, différents variants proximal du gène codant pour NF-kB sont décrits chez les 
patients atteints de la sclérose en plaques. La présence de ce variant est associée à une 
augmentation importante de l’expression de la sous-unité p50 de NF-κB et une diminution des 
régulateurs négatifs de la voie de signalisation du NF-κB. Cette étude a déterminé un 
mécanisme génétique qui contrôle l’activation de cette voie de signalisation ainsi que son 
impact sur la susceptibilité de développer la sclérose en plaques [256].  
 La caractérisation des variants génétiques peut donc permettre de développer de 
nouvelles stratégies afin de déterminer une susceptibilité à des pathologies chez l’humain, 
d’anticiper la réponse à un traitement, mais aussi de comprendre les mécanismes régulant 
notamment le système immunitaire dans le but d’augmenter nos connaissances 
fondamentales[257]. 
 
6.2. Le modèle NOD 
 La souris NOD est un modèle de diabète de type I spontané. Ce modèle partage de 
nombreuses similitudes avec la pathologie humaine [258]. Les cellules immunitaires 
(macrophages, lymphocytes, DCs et neutrophiles) infiltrent les îlots de Langerhans et 
entrainent la destruction des cellules bêta qui produisent de l’insuline, hormone clé dans la 
régulation de la glycémie [259-262].  
 Chez la souris et chez l’humain, plus de 20 différents locus associés à une 
prédisposition à la maladie ont été identifiés. Ces locus, appelés Idd (insulin-dependent 
diabetes) chez la souris ou IDDM (insulin-dependent diabetes mellitus) chez l’humain, 
contiennent différents gènes qui présentent plusieurs polymorphismes [263-265]. Par exemple, 
le locus Idd1 contient le gène qui code pour le MHC-II, présente chez la souris NOD un 
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changement en acide aminé sur la chaîne bêta du MHC-II entrainant la sélection de cellules 
autoréactives [266, 267]. Le lien entre les gènes codés dans ces locus et leur rôle dans la 
pathologie n’est pas toujours bien caractérisé. Par exemple, le locus Idd2 est lié à la 
pathologie, mais ni le gène ni le mécanisme associé à Idd2 n’ont été définis.  
 La souris NOD présente différentes altérations cellulaires, comme un défaut en cDC1 
ou en Treg. Des différences au niveau moléculaire sont aussi décrites comme dans la séquence 
du MHC-II où deux acides aminés sont changés par rapport à une souris C57Bl/6 ainsi que par 
exemple un défaut dans l'induction de CTLA-4. L’utilisation de la souris NOD est donc un 
modèle pertinent pour élucider l’impact de ces variants génétiques codés dans les Idd sur le 
contrôle de phénotypes moléculaires et cellulaires. 
 
6.3. Les souris congéniques 
La souris NOD est un modèle complexe où plusieurs Idd contribuent aux différents 
phénotypes et à la susceptibilité de la maladie au sein d’un même organisme. Afin de pouvoir 
observer l’impact d’un seul Idd sur la pathogenèse et sur le contrôle d’un phénotype, des 
souris congéniques peuvent être générées. Elles sont identiques à une lignée parentale sauf 
pour un locus particulier qui provient alors d’une autre lignée de souris. Ces modèles 
congéniques sont générés par rétrocroisement sur plusieurs générations, jusqu'à obtenir des 
individus homozygotes pour le locus congénique. Ces souris sont importantes pour valider le 
rôle d’Idd dans la susceptibilité au diabète et dans la compréhension du mécanisme associé.  
Les souris congéniques ont permis de caractériser l’impact de différents locus sur des 
populations immunitaires. Notre équipe a démontré par l’utilisation de ces modèles, un rôle 
des locus Idd2 et Idd13 dans le contrôle des LT doubles négatifs [268, 269]; un rôle du 
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chromosome 12 dans la maturation de l’affinité des anticorps [270]; un rôle du locus Idd13 
dans le contrôle des proportions de mcDC [195], un rôle du chromosome 7 dans le contrôle 
des proportions de pDC [271] ainsi qu’un rôle du chromosome 7 distal dans la régulation des 
proportions de pré-mNK [272]. D’autres équipes ont aussi utilisé des souris congéniques pour 
élucider l’impact des Idd sur des populations immunes ou sur des voies moléculaires [263]. 
  
 L’utilisation du modèle de la souris NOD, qui présente de nombreux polymorphismes 
par rapport à la lignée C57BL/6 et la génération de souris congéniques, qui possèdent un locus 
spécifique de la souris NOD sont autant d’outils qui permettent de déterminer l’impact d’un 
variant génétique sur un phénotype. La souris NOD possède un défaut en cDC1 et une 
augmentation en mcDCs dans la rate [193, 237, 238]. La souris NOD congénique pour le locus 
Idd13 qui provient de la C57BL/6, a des proportions restaurées en mcDCs en comparaison à 
une souris C57BL/6 [195]. Ces études mettent donc en évidence que les proportions de cDCs, 












 Hypothèses et objectifs de mon doctorat  7.
 Les cDCs ont un rôle important dans le maintien de la tolérance [22] et leurs 
proportions varient dans un contexte auto-immun. Étant donné l’impact d’une dérégulation en 
nombre de DCs et des sous-types de cDCs sur le développement des bris de tolérance immune, 
comprendre leur régulation est donc primordial.  
 La fonction des mcDCs dans l’induction de bris de la tolérance Ag spécifiques est 
néfaste dans le cas du diabète de type I, mais bénéfique dans le cas d’une réponse anti-
tumorale [193, 194]. Ce sous-type n’a cependant pas été à ce jour caractérisé en terme de 
phénotype et différenciation. De plus, notre laboratoire a précédemment établi que le locus 
Idd13 serait relié à la régulation des proportions de mcDCs [195]. Déterminer la régulation et 
les particularités des mcDCs permettrait d’ouvrir de nouvelles voies dans la compréhension de 
l’hétérogénéité des cDCs. 
 
Le but de mon projet de doctorat a donc été d’utiliser l’immunogénétique pour 
comprendre les mécanismes de régulation des mcDCs 
Pour ce faire, deux objectifs majeurs ont été réalisés : 
1) Définir la nature des mcDCs en les comparant aux cDCs, 
2) Déterminer le ou les gène(s) codé(s) dans le locus Idd13 impliqué(s) dans le contrôle 
des proportions de mcDCs. 
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Chapitre 2: Article 1 
 
1. Merocytic dendritic cells compose a conventional dendritic cell 
subset with low metabolic activity 
 
Cindy Audiger, Adrien Fois and Sylvie Lesage 
 
Cet article est en révision dans Journal of Immunology 
 
 
J’ai effectué et analysé les expériences présentées dans les figures 1 à 5. Les expériences 
requises pour la figure 6 ont été réalisées par Adrien Fois. L’analyse et l’interprétation de ces 
résultats ont été faites conjointement. La conception du manuscrit a été faite conjointement 
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1.1. Abstract  
 
Conventional dendritic cells (cDCs) are arguably the most potent antigen-presenting cells that 
induce the activation of naïve T cells in response to pathogens. In addition, at steady state, 
cDCs help maintain immune tolerance. Two subsets of cDCs have been extensively 
characterized, namely cDC1 and cDC2, each contributing differently to immune responses. 
Recently, another dendritic cell (DC) subset, termed merocytic dendritic cells (mcDCs), was 
defined. In contrast to both cDC1 and cDC2, mcDCs reverse T cell anergy, properties that 
could be exploited to potentiate cancer treatments. Yet, whether mcDCs represent an 
unconventional DC or a cDC subset remains to be defined. Here, we further characterize 
mcDCs and find that they bear true characteristics of cDC subsets. Indeed, as for cDCs, 
mcDCs express the cDC-restricted transcription factor Zbtb46, and display very potent 
antigen-presenting cell activity. In addition, mcDC population dynamics parallels that of 
cDC1 and cDC2, in both reconstitution kinetic studies and parabiotic mice. We next 
investigated their relatedness to cDC1 and cDC2 and demonstrate that mcDCs are not 
dependent on cDC1-related Irf8 and Batf3 transcription factors but are dependent on Irf4, a 
cDC2-specific transcription factor. Finally, we find that cDC1, cDC2 and mcDCs all present 
with different metabolic phenotypes, where mcDCs exhibit the lowest glucose uptake activity. 
Altogether, these data demonstrate that mcDCs compose a novel cDC subset. Defining the 
properties of mcDCs in mice may help identify a functionally equivalent subset in humans 




Conventional dendritic cells (cDCs), initially described by Steinman, are professional antigen 
presenting cells (APCs) involved in the initiation of an adaptive immune response [1, 2]. cDCs 
were initially characterized by the high expression of the integrin CD11c and, more recently, 
by the expression of the transcription factor Zbtb46, which is more strictly restricted to cDCs 
[3, 4]. cDCs originate from bone marrow precursors that eventually differentiate into pre-
cDCs [5, 6]. Pre-cDCs are the earliest common precursor to the two major cDC subsets found 
in the mouse spleen, namely cDC1 and cDC2 [7]. Although they share a common 
differentiation pathway, both cDC1 and cDC2 have unique properties. cDC1 are defined by 
the expression of CD8α and XCR1, are able to cross-present antigen-derived peptides to CD8+ 
T cells and are dependent on Irf8, Batf3 and Id2 transcription factors for their differentiation 
[8-10]. In contrast, cDC2 express CD11b and CD172a, primarily present exogenous antigen to 
CD4+ T cells, and are mostly dependent on Irf4 [10, 11]. Both cDC1 and cDC2 thus exhibit 
different cell surface phenotypes, rely on distinct transcription factors for their differentiation, 
and carry out specific immunological functions. 
 
In addition to these distinctive traits, there is increasing evidence that the metabolic activity 
differs for each cDC subset [12]. cDC1 show high glycolytic activity and oxidative 
phosphorylation, while cDC2 have a lower metabolic activity [13]. Interestingly, inhibition of 
metabolic processes with pharmacological inhibitors considerably affect the cross-presentation 
ability of cDC1, but does not appear to alter cDC2 functions [13]. This suggests that the higher 




Recently, a new subset of dendritic cells (DCs) that expresses high levels of CD11c but lacks 
both CD8α and CD11b expression was identified [14]. This subset is named merocytic 
dendritic cells (mcDCs) and has the unique ability to reverse T cell anergy when presenting 
peptides derived from cellular apoptotic bodies [14, 15]. For example, transfer of mcDCs 
loaded with ovalbumin-expressing cellular apoptotic bodies in mice bearing a B16-OVA 
tumours, reversed T cell anergy and resulted in a decrease in tumour size [14]. In addition to 
reversing T cell anergy, mcDCs differ from cDC1 and cDC2 by their capacity to produce type-
I IFN when challenged with apoptotic bodies [14]. Finally, we have also shown that the pro-
apoptotic molecule BIM specifically controls mcDC proportion, as both the proportion and 
absolute number of mcDCs, but not that of cDC1 or cDC2, are increased in mice deficient in 
Bcl2l11, the gene encoding for BIM [16]. mcDCs thus clearly differ from the other cDC 
subsets, in terms of their function as well as in the factors that modulate their homeostatic 
regulation. 
 
We now demonstrate that mcDCs exhibit features that are characteristic of cDCs, such as 
Zbtb46 expression. We also find that, in addition to Bcl2l11, mcDCs are dependent on Irf4, 
and that the metabolic phenotype of mcDCs differs from both cDC1 and cDC2. mcDCs thus 
represent a cDC subset distinct from both cDC1 and cDC2. The characterization of mcDCs 
increases our understanding of cDC heterogeneity and may facilitate the design of new 
treatments, in conditions where reversing T cell anergy would provide a therapeutic benefit.   
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1.3. Materials and methods 
Mice  
The following mice were purchased from The Jackson Laboratory (Bar Harbour, ME, USA) 
and subsequently bred in-house at the Maisonneuve-Rosemont hospital animal house facility 
(Montreal, Canada); C57BL/6 (B6) carrying the CD45.2 allele (#000664), B6.SJL (B6.1) 
carrying the CD45.1 allele (#002014), B6.Batf3-/- (#013755), CD11c-DTR (#008549), CD11c-
Cre (#007567), IRF4fl/fl (#009380), B6.Zbtb46-GFP (#027618) and B10.BR (#004804) mice. 
B6 and B6.1 mice were mated to obtain B6 mice carrying both CD45.1 and CD45.2 alleles, 
and the resulting strain with co-dominant expression of both CD45 alleles is referred to as 
B6.1.2. The CD11c-Cre+/-.IRF4fl/fl were obtained by breeding CD11c-Cre+/- with IRF4fl/fl mice 
for two generations. Either the Cre+/-.IRF4fl/wt, Cre-/-.IRF4fl/fl or Cre+/-.IRF4fl/fl were used at 
littermate controls, all with comparable results. The B6.IRF8BXH2 mice were a generous gift 
from Dr. Gros [17]. Six- to fourteen-week-old mice were used for all phenotypic analyses. No 
differences were observed between male and female mice and data for both genders were 
pooled in this study. Within individual experiments, mice were age- and sex- matched to 
littermates whenever possible. The Maisonneuve-Rosemont hospital ethics committee, 
overseen by the Canadian Council for Animal Protection approved the experimental 
procedures.  
 
Flow cytometry  
Spleens were minced and treated with collagenase (1 mg/ml in PBS, Type V from Clostridium 
histolyticum, Sigma Aldrich, St-Louis, MO, USA) for 15 min at 37°C and passed through a 70 
µm cell strainer (BD Biosciences, Mississauga, ON, Canada) to yield single-cell suspensions 
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prior to a red blood cells lysis with NH4Cl solution. Cell suspensions were labelled with 
antibodies from Biolegend (San Diego, CA, USA) to: CD3 (clone 17A2), CD4 (clone GK1.5), 
CD8α (clone 53-6.7), CD11b (clone M1/70), CD11c (clone N418), CD19 (clone 6D5;), CD44 
(clone 1M7), CD45.1 (clone A20), CD45.2 (clone 104), CD135 (clone A2F10), CD172a 
(clone P84), B220 (clone RA3-6B2), I-Ab (clone AF6-120.1) and IA/IE (clone M5/114.15.2). 
Zombie aqua viability dye (#423102; Biolegend) or LIVE/DEAD fixable yellow (#L34959, 
Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) were used interchangeably. Lineage staining 
included antibodies to CD3 and CD19. Intracellular staining for IRF-4 (clone 3E4; Thermo 
Fisher Scientific) and IRF-8 (clone V3GYWCH; Thermo Fisher Scientific) was performed 
following the manufacturer’s instructions for intracellular staining (#00-5523-00, 
eBioscienceTM FoxP3 / transcription factor staining buffer set). All samples were acquired 
using BD LSRII (BD Biosciences) or Fortessa (BD Biosciences) and were analyzed using the 
FlowJo software (TreeStar, Ashland, OR). The gating strategy for mcDCs is based on our 
previous work and that of others [16, 18]. 
 
Mixed leucocyte reaction 
DC subsets were isolated from collagenase treated spleen of B6 mice (H-2b) and sorted based 
on the following markers; cDC1 were CD11chiCD8α+CD11b-; cDC2, CD11chiCD8α-CD11b+ 
and mcDCs, CD11chiCD8α-CD11b-. The sorted DC subsets were > 90% pure and were 
subsequently irradiated (2000 rad). CD4+ T cells were isolated by positive selection using 
EasySepTM mouse PE positive selection kit (StemCell technology; #18554) from the spleen of 
B6 (H-2b) or B10.BR (H-2k) mice and labelled with a 2µM solution of CFSE. DCs and T cells 
were plated at a 1:64 ratio and T cell proliferation was determined by following CFSE dilution 
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by flow cytometry after 72h of co-culture.  
 
Depletion of cDCs using diphtheria toxin (DT) 
B6.CD11c-DTR mice were injected intraperitoneally with 4ng/g of body weight of DT (Sigma 
Aldrich, St-Louis, MO, USA, #D0564) at different time points. The proportion of splenic DC 
subsets was analyzed by flow cytometry as described above. 
 
Parabiosis  
Females B6 mice (CD45.2) and B6.1.2 (CD45.1.2) mice were age- and weight-matched. Their 
circulatory system was joined by surgery [19, 20]. The chimerism was validated two weeks 
after surgery by staining a blood sample for both CD45.1 and CD45.2 expression. After 45 
days, spleen cells were labelled and analyzed by flow cytometry to quantify DC subsets. To 
determine the half-life of DCs, parabionts were surgically separated and analyzed at different 
points, starting from 0 to 6 days after separation. For each parabiont pair, the average cellular 
chimerism was calculated as follows: (percent CD45.1.2+ cells in CD45.2+ mouse + percent 
CD45.2+ cells in CD45.1.2+ mouse) / 2 [20]. 
 
Pre-cDCs transfers in vivo 
Pre-cDCs were sorted from the pooled bone marrow of three B6 (CD45.2) mice and injected 
intravenously into non-irradiated B6.1 (CD45.1) recipient mice. Pre-cDCs were defined as 
live+Lin-B220-IA/IE-CD11c+CD172alow/negCD135+ cells. Sorted B cells (live+Lin+B220+) were 
injected as a control in separate mice and did not yield DCs (not shown). After 6 days, splenic 




Mitochondrial membrane potential 
Mitochondrial membrane potential was assessed using Mitospy™ OrangeCMTRos labelling 
(#424804, Biolegend, San Diego, CA, USA). Briefly, collagenase-treated spleen single cell 
suspensions were cultured, at a concentration of 20x106 cells/mL, for 30 min at 37ºC, 5% CO2 
in RPMI with 20nM of Mitospy. The cells were then washed and stained for cell surface 
markers to distinguish DC subsets prior to flow cytometry analysis.  
 
Glucose uptake 
Glucose uptake was quantified by the incorporation of the fluorescent glucose analogue 2-
NDBG (Invitrogen, #N13195). Collagenase-treated spleen single cell suspensions were 
cultured at 37ºC, 5% CO2 with RPMI in 96 well plates at a concentration of 3x106 cell/ml with 
22µM of 2-NDBG. Glucose uptake was quantified after 0 (no 2-NDBG added), 15, 30, 60 and 
120min, respectively. The cells were stained with cell surface markers to distinguish DC 
subsets prior to analysis by flow cytometry.   
 
Statistics 
Significance was tested with a one-way ANOVA with a Bonferroni post hoc test for 
differences between more than two groups. Depending on the sample variance, either the 
Student's t-test or the Mann-Whitney U test was applied when testing for significant 





mcDCs exhibit key cDC characteristics, defining them as a cDC subset 
cDCs were first described as very potent inducers of allogeneic responses [21]. To 
comparatively measure the potential of mcDCs and cDCs at inducing allogeneic T cell 
responses, cDC1, cDC2 and mcDCs were sorted from a B6 mouse. The DC subsets expressing 
the MHC H-2b allele were cultured with CFSE-labelled CD4+ T cells isolated either from a 
B10.BR mouse (H-2k) or from a B6 (H-2b) mouse as control. T cell proliferation is determined 
by quantifying CFSE dilution in the CD44+ activated T cell fraction, after three days in co-
culture with DC subsets. As expected, both cDC1 and cDC2 induced significant CD4+ T cell 
proliferation in the allogeneic, but not in the syngeneic setting (Figure 1a, b) [21]. The ability 
of mcDCs to induce allogeneic CD4+ T cell responses was comparable to that of both cDC1 
and cDC2 (Figure 1 a, b), suggesting that mcDCs may represent a cDC subset. A second 
characteristic associated with cDCs is the expression of the transcription factor Zbtb46 [3, 4]. 
In order to determine if mcDCs express Zbtb46, we took advantage of the B6.Zbtb46-GFP 
reporter mice, wherein almost all CD11chigh cells express GFP as a surrogate marker for 
Zbtb46 expression (Figure 1c, left panel) [3, 4]. Using these B6.Zbtb46-GFP reporter mice, we 
find that more than 95% of cDC1, cDC2 and mcDCs express GFP (Figure 1c, d). Therefore, as 
for cDC1 and cDC2, mcDCs efficiently induce allogeneic T cell responses and express 





The repopulation kinetics and turnover of mcDCs are comparable to that of other cDC 
subsets. 
cDCs have short half-lives of two to three days [7, 22]. As such, cDC homeostasis is a 
dynamic process consisting in a perpetual replenishment of cDCs in the lymphoid organs by 
circulating precursors, with limited cells divisions followed by rapid cell death [7, 22]. To 
examine the repopulation kinetics of mcDCs, a CD11c-DTR model was used. In this mouse 
model, injection of DT efficiently eliminates most CD11c expressing cells, which primarily 
include cDCs [23]. One day after DT injection, we similarly observed a drastic decrease in the 
proportion of cDC1 and cDC2 subsets in the spleen with a maximal decrease in absolute 
number of cDCs by day 2 (Figure 2a, b). By day 5, the pool of splenic cDC1 and cDC2 was 
almost completely reconstituted, both in percentage and in absolute number (Figure 2a, b). 
Interestingly, we find that mcDCs follow similar kinetics of depletion and reconstitution than 
both cDC1 and cDC2 in DT-treated CD11c-DTR mice (Figure 2a, b), further highlighting the 
similitude of mcDCs with the other cDC subsets.  
 
As a complementary approach to CD11c-DTR mice, we turned to parabiotic mice to assess 
DC homeostasis. We established parabiotic mouse pairs with mice expressing two distinct 
CD45 allotypes. Forty-five days after the circulation of the mice was joined, we determined 
the percentage of cellular chimerism. CD8+ T cell chimerism expectedly reached about 50%, 
confirming adequate immune cell recirculation in the parabiotic pairs (Figure 2c, d) [24]. 
Moreover, the percentage of chimerism for both cDC1 and cDC2 in the spleen averaged 15 to 
20%, as previously described (Figure 2c, d) [20, 24]. Indeed, in contrast to T and B cells, 
cDCs do not reach a 50% equilibrium in parabiotic mice, likely as a result of their rapid 
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turnover [24]. Similar to both cDC1 and cDC2, mcDC chimerism averaged at 20%. Next, to 
determine the turnover or half-life of mcDCs, parabionts were analyzed at different time point 
after surgical separation. Four days after separation, more than half of the cDC1, cDC2 and 
mcDCs have been lost, whereas the CD8+ T cell chimerism remained stable during the same 
time frame (Figure 2e). This finding is in agreement with previous work demonstrating that 
DC subsets have a very short half-life. Altogether, these data demonstrate that mcDCs present 
with similar repopulation kinetics and turnover behaviour than both cDC1 and cDC2. These 
results further suggest that mcDC are not precursors or products of either cDC1 and cDC2 and 
that they instead represent an additional cDC subset. 
 
pre-cDCs are also precursors to mcDCs 
cDCs are bone marrow-derived cells that differentiate from pre-cDCs present in the bone 
marrow and in the spleen [24]. Because our data show that mcDCs share many characteristics 
with cDCs, we wondered whether they also shared the same differentiation pathway. Pre-cDCs 
are the most immediate precursor to cDCs [24]. To determine if pre-cDCs can also yield 
mcDCs, we sorted pre-cDCs from the bone marrow of B6 mice (Figure 3a). Sorted pre-cDCs 
were then injected intravenously in a non-irradiated B6.1 recipient. As expected, cDCs 
(CD11chigh cells) were detected in the spleen of recipient mice six days after in vivo transfer of 
pre-cDCs (Figure 3b). Notably, the relative proportion of cDC1, cDC2 and mcDCs among 
CD11chigh cells for the pre-cDC-derived cells, was comparable to the endogenous distribution 





mcDCs are not dependent on cDC1-obligatory transcription factors, Irf8 and Batf3 
Even if pre-cDCs are common precursors to cDC1 and cDC2, the differentiation of cDC 
subsets is divergent, as noted by their distinct requirements for transcription factors [25]. For 
instance, cDC1 require the expression of BATF3 and IRF-8 [8, 10], whereas cDC2 are 
dependent on IRF-4 [11]. The role of transcription factors in defining cDC subsets and 
function is of such importance that it has been proposed that cDC should instead be redefined 
based on their requirements and/or expression of specific transcription factors [2]. Hence, we 
aimed to determine the transcription factor(s) required for mcDC differentiation. Interestingly, 
both mcDCs and cDC1 have the capacity to cross-present antigens to T cells and to 
phagocytose apoptotic bodies, although this results in very different biological outcomes, 
where cDC1 induce while mcDCs break antigen-specific tolerance [14, 15, 26, 27]. Still, 
because of these similar properties, we first tested whether mcDCs and cDC1 were dependent 
on the same transcription factors for their differentiation. Deficiency in IRF-8 function in the 
IRF8BXH2 mice (referred as IRF8-deficient mice) leads to a defect both in percentage and 
absolute number of cDC1 in the spleen (Figure 4a, b) [28]. Correspondingly, a small increase 
in the percentages and the absolute numbers of both cDC2 and mcDC was observed (Figure 
4a, b). Similar results were obtained in B6.Batf3-/- mice, presenting with a significant and 
specific deficiency in cDC1, but not cDC2 or mcDCs, when compared to B6 mice (Figure 4c, 
d). Together these experiments suggest that although cDC1 and mcDC both share the capacity 
to cross-present antigens to T cells and to phagocytose apoptotic bodies, mcDC differentiation 





mcDC and cDC2 share a requirement for the Irf4 transcription factor 
As mcDCs are not dependent on transcription factors required for cDC1 differentiation, we 
turned towards Irf4, the main transcription factor known to affect cDC2 differentiation. We 
took advantage of the CD11c-Cre.IRF4fl/fl mouse model, where genetic deletion of Irf4 occurs 
in all CD11c expressing cells. Using these mice, we confirm that Irf4 is required for cDC2, but 
not for cDC1 differentiation (Figure 5 a, b) [10, 11, 25]. Interestingly, a decrease in both the 
proportion and absolute number of mcDCs is also observed in absence of Irf4 (Figure 5 a, b). 
In line with this observation, we find that, similar to cDC2, most mcDCs express IRF-4, 
whereas IRF-8 expression is mostly restricted to cDC1 (Figure 5 c, d). Taken together, these 
data demonstrate that IRF-4 is important for both cDC2 and mcDC. 
 
mcDCs exhibit a distinct metabolic phenotype 
In addition to transcription factors, cDC subsets can be distinguished based on their metabolic 
signatures, where DC differentiation and function is highly coupled with changes in metabolic 
reprogramming [29, 30], Indeed, cDC1 exhibit a higher mitochondrial potential, a more 
important mitochondrial mass as well as a higher basal glycolytic capacity than cDC2 [13]. 
Hence, we hypothesized that, as mcDCs have phenotypic and functional properties that are 
distinct from both cDC1 and cDC2, they may also have a specific metabolic signature. Using 
mitospy labelling to quantify the mitochondrial membrane potential, we confirm that cDC1 
have a higher mitochondrial membrane potential than cDC2 (Figure 6a). mcDCs were found 
to have a slightly higher mitochondrial membrane potential than cDC2, and much lower than 
that of cDC1 (Figure 6a). In addition to the mitochondrial membrane potential, we also 
determined the rate of glucose uptake of the cDC subsets using the fluorescent glucose 
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analogue, 2-NDBG. Expectedly, cDC1 have a better capacity than cDC2 to uptake glucose 
(Figure 6b) [13]. Interestingly, mcDCs have a lower glucose uptake potential than both cDC1 
and cDC2 (Figure 6b). Indeed, after 120min in culture with 2-NBDG, mcDCs show significant 
less glucose uptake than cDC2 (Figure 6c). Altogether, these data show that mcDCs have an 
intermediate mitochondrial membrane potential and a lower capacity to uptake glucose in 




For their involvement in the break of antigen-specific immune tolerance, mcDC represent a 
promising as new therapeutic strategy [14, 15]. In this study, we explored the relationship of 
mcDCs relative to cDCs. We demonstrate that mcDCs exhibit features that are characteristic 
of cDCs [4, 21, 31], such as the effective induction of allogeneic responses, as well as the 
expression of the cDC-specific transcription factor Zbtb46. Moreover, as for cDCs [20, 24], 
mcDCs differentiate from pre-cDCs and exhibit a short half-life. We find that mcDCs are not 
dependent on cDC1-specific transcription factors, but that, as for cDC2, their differentiation is 
impeded in absence of IRF-4 expression [10, 11, 28, 32]. Finally, mcDCs exhibit a distinct 
metabolic activity, as reflected by their intermediate mitochondrial membrane potential and 
lower glucose uptake relative to both cDC1 and cDC2. 
 
APCs include macrophages, B cells, plasmacytoïd DCs (pDC, a non-conventional DC subset) 
and cDCs. All APCs are able to present antigen-derived peptides in the context of MHC and 
can also induce an allogeneic response. mcDCs can be defined as APCs,  as they phagocytose 
apoptotic bodies and induce antigen-specific T cells responses [14, 15]. Among APCs, cDCs 
are the most potent at activating naïve T cells [33]. cDCs can also be distinguished from other 
APCs by their specific expression of the Zbtb46 transcription factor [3, 4]. We found that, as 
for cDCs, mcDCs are able to effectively induce an allogeneic response and express Zbtb46. 
mcDCs thus bear key traits that define cDC subsets.  
 
Interestingly, mcDCs produce high levels of type-I IFN [14, 15], a characteristic usually 
associated with a pDC signature [34]. Apart from their ability to produce type-I IFN, mcDCs 
 
 67 
share little to no characteristics with pDCs. Firstly, pDCs are rounded, while mcDCs have 
dendrites [16, 35]. Secondly, pDCs express B220 as well as low levels of CD11c, whereas 
mcDCs do not express B220 and express very high levels of CD11c [18, 36]. Thirdly, in 
contrast to mcDCs, pDCs do not express Zbtb46 and are not efficient at inducing the 
proliferation of naïve T cells [3, 4, 37]. Finally, type-I IFN production by pDCs is in response 
to TLR7 and TLR9 ligands, while that of mcDCs is in response to apoptotic bodies [38, 39]. 
Altogether, these findings suggest that mcDCs are not closely related to pDCs.  
 
While the ability of mcDCs to produce type-I IFN and to break antigen-specific immune 
tolerance has been investigated in various settings [14, 15], the phenotypic characteristics of 
mcDCs have been understudied. mcDCs are currently phenotypically defined as 
CD11chighCD8α-CD11b- cells. The lack of CD8α and CD11b expression could suggest that 
they are precursors of cDC1 or cDC2 that have yet to acquire cell surface expression of either 
CD8α or CD11b, respectively. However, there is evidence to suggest that mcDCs are 
terminally differentiated cDCs. For one, after in vivo transfer, mcDCs maintain their 
CD11chighCD8α-CD11b- phenotype and do not differentiate into either cDC1 or cDC2 subsets 
[14]. In addition, using a CD11c-DTR mice model and parabiosis experiments, we determined 
that mcDCs have the same differentiation kinetics than cDC1 and cDC2, as well as a 
comparably short half-life. Moreover, mcDCs differentiate in vivo from bone marrow-derived 
pre-cDCs. Altogether, these observations demonstrate that mcDCs and cDCs originate from 
the common pre-cDC precursor and that they exhibit similar, if not identical, reconstitution 
kinetics and half-life. These findings strongly suggest that mcDCs are neither precursors to nor 




Each cDC subset exhibits unique immunological properties. cDC1 effectively phagocytose 
and cross-present antigens to CD8+ T cells, while cDC2 are more effective at activating CD4+ 
T cells [40-43]. mcDCs share functional properties with cDC1, in that both subsets are able to 
cross-present antigens [44, 45], and both subset are able to effectively phagocytose cellular 
apoptotic bodies [46-49]. However, the immunological consequences of presenting peptides 
derived from apoptotic bodies to T cells by these DC subset could not be more contrasted; 
cDC1 induce T cell tolerance [46, 47], while mcDCs break antigen-specific T cell tolerance 
[14, 15]. Still, their common ability to perform cross-presentation and to uptake apoptotic cells 
could suggest that mcDCs are more closely related to the cDC1 rather than the cDC2 subset. 
Nevertheless, we found that mcDCs do not express IRF-8 nor do they require Irf8 or Batf3 
cDC1-related transcription factors for their development. This is particularly surprising, 
especially considering that IRF-8 is seemingly important to facilitate type-I IFN production in 
both cDCs and pDCs [50]. Indeed, DCs deficient for IRF-8 show a defect in IFN production, 
which is rescued after reintroduction of IRF-8 expression [50]. As mcDCs do not express IRF-
8, this suggests that type-I IFN production by mcDCs may proceed through an alternate 
signalling pathway than that described for both cDC1 and pDCs.  
 
mcDCs are not dependent on Irf8 or Batf3, but do express the cDC2-specific transcription 
factor IRF-4 and both the proportion and absolute number of mcDCs is reduced in the absence 
of Irf4. The requirement for IRF-4 in mcDC differentiation suggest that mcDCs are more 
closely related to cDC2 than cDC1. Recent studies have underlined the highly heterogeneous 
composition of the cDC2 subset in both humans and mice [51, 52]. Hence, it is tempting to 
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suggest that mcDCs may contribute to the heterogeneous composition of cDC2. In fact, if one 
segregates cDC1 and cDC2 based on IRF-8 and IRF-4 expression, respectively, then mcDCs 
do contribute to the heterogeneous phenotype of cDC2. However, it must be noted that mcDCs 
do bear unique properties that are highly distinct from cDC2. For instance, mcDCs are the 
only cDC subset able to break of antigen-specific tolerance [14, 15] and have a distinctive 
requirement for Bim [16]. Nevertheless, additional studies comparing the transcriptomic 
profiles of mcDCs and cDC2 may unravel new signatures that allow to better segregate the 
two subsets, in terms of both phenotype and function. 
 
Development, function and homeostasis of immune cells are tightly coupled to their metabolic 
state [12, 53]. DCs are no exception, in that cDC differentiation and maturation is linked to 
increases in their metabolic activity [54]. Moreover, cDC1 and cDC2 have a distinct metabolic 
signature at steady state [13]. Specifically, cDC1 are very metabolically active and present 
with a high mitochondrial membrane potential as well as an elevated glucose uptake capacity 
[13]. In contrast, cDC2 have a low metabolic requirement as exemplified by their very low 
mitochondrial membrane potential and a low glucose uptake capacity [13]. Interestingly, 
mcDCs are distinct from both cDC1 and cDC2 in terms of metabolic activity. While the 
mitochondrial membrane potential of mcDCs is higher than that of cDC2, their capacity to 
uptake glucose is lower. This suggests that mcDCs exhibit low metabolic activity, at least at 
steady state. It would be interesting to evaluate the impact of the different metabolic pathways 
on mcDC differentiation, turnover and activation. Altogether, our results further support the 




By demonstrating that mcDCs exhibit all of the characteristic properties of cDCs, our work 
contributes to further understanding cDC heterogeneity. As each cDC subset bears unique 
functions, it is imperative to find a means to exploit them in relevant clinical contexts. 
Defining the unique properties of mcDCs should facilitate the identification of a homologous 
cell type in humans. We believe that manipulation of mcDCs is of therapeutic interest. For 
instance, in the context of cancer, mcDCs could break T cell tolerance in an antigen-specific 
manner and thereby contribute to reducing the tumour burden. Still, lots of work lays ahead 
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(a) A mixed lymphocyte reaction on sorted H-2b+ cDC subsets from a B6 mouse mixed with 
CFSE-labelled H-2b+ or H-2k+ CD4+ T cells, respectively obtained from the spleen of a B6 or a 
B10.BR mouse. T cell proliferation (CD44+CFSE-) is quantified by flow cytometry after 72h 
co-culture. Numbers near the gates indicate the corresponding percentage of cells that 
proliferated. (b) Compilation of the proliferation rate, normalized on cDC1 induced 
proliferation. n= 6 independent experiments. (c) GFP expression was quantified using 
B6.Zbtb46-GFP reporter mice for CD11chigh cells (left panel), as well as in cDC1, cDC2 and 
mcDCs, as indicated. Numbers near the gates indicate the corresponding percentage of GFP+ 
cells. (d) Compilation of percentage of GFP+ cells for each DCs subset from B6.Zbtb46-GFP 
reporter mice. n=4 mice; 2 independents experiments. The different cDC subsets are gated as 
follows: cDC1, CD8α+CD11b-; cDC2, CD8α-CD11b+; mcDC, CD8α-CD11b-. Each symbol 
represents one mouse. Dash represents the mean. 
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  mcDC turnover Figure 2.
(a-b) Kinetics of DC subset differentiation was evaluated in CD11c-DTR mice after injection 
with DT. DT was injected 5, 
4, 3, 2, 1 day before sacrifice 
or uninjected mice (day 0). 
The percentage of splenic 
DC subsets among live cells 
is shown in (a) and the 
absolute number of each DC 
subset in (b) (cDC1, dotted 
line; cDC2, dashed line; 
mcDC, full line). At least 3 
mice per time point, one 
representative of 2 
independents experiments. 
(c-d) mcDC homeostasis 
was determined using 
parabiotic mice. B6 
(CD45.2) mice and B6.1.2 
(CD45.1.2) mice were joined 
for 45 days. (c) 
Representative flow 
cytometry plots of the 
proportion of each DC 
subset as well as CD8+ T 
cells of either B6.1.2 or B6.2 origin, in the spleen. Numbers near the gates indicate the 
corresponding percentage of cells. (d) Percent of chimerism for each cell subsets in the spleen. 
Each symbol represents one mouse. Dash represents the mean. n= 6 paired mice; 3 
independent experiments. (e) Compilation of the percentage of chimerism for each DC subset 
and CD8+ T cells at different time points after the separation of the parabionts. (cDC1, black 
circle; cDC2, black triangle; mcDC, black square; CD8+ T cells, black diamond). 
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 mcDCs differentiate from pre-cDCs in vivo Figure 3.
Pre-cDCs (live+Lin-B220-I-Ab-CD11c+CD172alowCD135+) from B6 mice were injected 
intravenously in a non-
irradiated B6.1 recipient. 
After 6 days, splenic DC 
subsets were assessed by 
flow cytometry. (a) Sorting 
profiles of pre-sorted (top) 
and post-sorted (bottom) 
pre-cDCs. (b) Flow 
cytometry profiles of pre-
cDC-derived DCs 
(CD45.2, left) and their 
expression of CD11c 
(right) in comparison to 
endogenous cells (middle). 
(c) Pie charts representing 
the distribution of each DC 
subsets, among the total 
cDCs, differentiated in the 
spleen from endogenous 
(left) or from transferred 
pre-cDCs (right). Black, 
cDC1; white, cDC2 and 
grey, mcDC. (b, c) The different DC subsets are gated as follows: cDC1, CD8α+CD11b-; 
cDC2, CD8α-CD11b+; mcDC, CD8α-CD11b-. n= 3 independent experiments. 
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 Irf8 and Batf3 are not required for mcDC differentiation. Figure 4.
 
(a) Representative flow cytometry plots of CD8α and CD11b expression on CD11chi cells 
from B6 and B6.IRF8BXH2 (IRF8-deficient mice). (b) Compilation of the percentage of splenic 
DC subsets among CD11chi cells (top) and the absolute number (bottom) for each mouse 
strain, as indicated. (c) Representative flow cytometry plots of CD8α and CD11b expression 
on CD11chi cells from B6 and B6.Batf3-/- mice. (d) Compilation of the percentage of splenic 
DC subsets among CD11chi cells (top) and the absolute number (bottom) for each mouse 
strain, as indicated. (a, c) Numbers near the gates indicate the corresponding percentage of 
cells.  (b, d) Each symbol represents data for one mouse. Dash represents the mean. n= 3 mice. 
P-values, *< 0.05; **< 0.01;  ***< 0.001.  
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 mcDC number is decreased in the absence of Irf4. Figure 5.
 
(a) Representative flow cytometry plots of CD8α and CD11b expression on splenic CD11chi 
cells from CD11c.Cre-IRF4fl/fl mice and corresponding littermate controls, as indicated. 
Numbers near the gates indicate the percentage of cells. (b) Compilation of the percentage of 
splenic cDC1, cDC2 and mcDCs among CD11chi cells (top) or the absolute number (bottom) 
for each mouse strain. n= at least 4 mice per group; 4 independents experiments. P-values, *< 
0.05; **< 0.01; ***< 0.001. (c) Representative flow cytometry plot of IRF-4 and IRF-8 
expression on splenic cDC1, cDC2 and mcDCs from B6 mice. Numbers near the gates 
indicate the percentage of cells. (d) Compilation of the percentage of IRF-4+ and IRF-8+ cells 
among each DC subset. Each symbol represents one mouse. Dash represents the mean. n=5. 




 mcDCs have a distinct metabolic phenotype Figure 6.
 
a) Mitochondrial membrane potential was evaluated with Mitospy. Compilation of Mitospy 
MFI expression on DC subsets is normalized to the expression B cells for each sample. b, c) 
Kinetics of glucose uptake was determined by evaluating the incorporation of the 2-NDBG. b) 
Relative MFI, based on the MFI of 2-NDBG at t0, is determined at 15, 30, 60 and 120 minutes 
for each DC subset (cDC1, dotted line; cDC2, dashed line; mcDC, full line). c) Compilation of 
the relative MFI of 2-NBDG between cDC2 and mcDC at 120min. Each line represents the 
decrease in MFI between cDC2 and mcDC from same mouse. a,c) Each symbol represents 
data from one mouse. n=6. Data were acquired in at least 3 independent experiments.  P-





Chapitre 3 : Article 2 
1. BIM determines the number of merocytic dendritic cells, a cell 
type that breaks immune tolerance 
 
Cindy Audiger  and Sylvie Lesage 
 
Cet article a été publié dans Immunology & cells biology, Vol 96 :1008-1017 (2018) 
 
J’ai effectué toutes les expériences et généré les figures associées. J’ai effectué l’ensemble des 
analyses. La conception du manuscrit, la réponse aux demandes de révision et leur intégration 
















TITLE : BIM determines the number of merocytic dendritic cells, a cell type that breaks 
immune tolerance 
 
Cindy Audigera and Sylvie Lesagea 
 
a Department of Immunology-Oncology, Maisonneuve-Rosemont Hospital, Montreal, Quebec, 
H1T 2M4, Canada and Département de microbiologie, infectiologie et immunologie, 
Université de Montréal, Montreal, Quebec, H3C 3J7, Canada 
 
emails: cindy.audiger@umontreal.ca, sylvie.lesage@umontreal.ca 
 




Hôpital Maisonneuve-Rosemont, Centre de recherche, 
5415 boul. de l’Assomption,  
Montréal, Québec,  
H1T 2M4, CANADA 
Tel : 1-514-252-3400 x 4649 
Fax : 1-514-252-3569 




The authors declare that they have no competing financial interest in relation to the work 
described. 
 
Keywords: dendritic cells, merocytic dendritic cells, BIM, homeostasis, Idd13, autoimmunity, 




In contrast to conventional dendritic cells (cDC), when merocytic dendritic cells (mcDC) 
present antigens derived from apoptotic bodies, T cell anergy is reversed rather than induced, a 
process that promotes autoimmunity. Interestingly, mcDC are present in higher proportion in 
type 1 diabetes-prone NOD mice than in autoimmune-resistant B6 and BALB/c mice, and the 
Insulin-dependent diabetes 13 locus is linked to mcDC proportion. Therefore, mcDC are 
notably associated with susceptibility to autoimmune diabetes. To identify which gene 
determines the proportion and absolute number of mcDC, we undertook a candidate gene 
approach by selecting relevant candidates within the Idd13 locus. We find that neither B2m 
nor Sirpa appear to influence the proportion of mcDC. Instead, we show that Bim effectively 
modulates mcDC number in a hematopoietic-intrinsic manner. We also demonstrate that Bim-
deficiency does not impact other cDC subsets and appears to play a specific role in 
determining the proportion and absolute number of mcDC by promoting their survival. 
Together, these data demonstrate that Bim specifically modulates the number of mcDC. 
Identifying factors that facilitate apoptosis of mcDC by increasing BIM activity in a cell type-






Type 1 diabetes is a complex genetic trait where susceptibility to disease is also influenced by 
environmental factors [1]. Over forty genetic type 1 diabetes susceptibility loci have been 
identified in humans and mice [2, 3]. The NOD mice, which spontaneously develop 
autoimmune diabetes, have been an instrumental tool in dissecting susceptibility to disease as 
this model shares many genetic and pathophysiological characteristics to human type 1 
diabetes [4-6]. Additionally, NOD congenic mice helped confirm that specific loci contribute 
to different cellular processes associated with disease susceptibility and, as such, have 
facilitated the identification of relevant candidate genes [4, 7-10].  
 
Cellular homeostasis of dendritic cells (DC) composes one of the cellular phenotypes 
associated with diabetes susceptibility in NOD mice[11]. DC play a central role in the immune 
response, as they are pivotal in the T cells’ decision to induce tolerance or to yield an effector 
immune response. Different DC subsets have been described, where each subset mediates 
specialized functions. Specifically, in the spleen of inbred mice, two conventional DC (cDC) 
subsets have been defined, namely CD8α+ cDC and CD11b+ cDC. At steady state, immature 
CD8α+ cDC and CD11b+ cDC help maintain immune tolerance [12-14]. Immature splenic 
CD8α+ cDC are able to cross-present antigens to CD8+ T cells via MHC class I and effectively 
induce CD8+ T cell tolerance, whereas immature CD11b+ cDC preferentially induce CD4+ T 
cell tolerance [15]. These two cDC subsets also induce the differentiation and help maintain 
the pool of regulatory T cells [16, 17], a T cell subset that plays a critical role in the 




In striking contrast to CD8α+ cDC and CD11b+ cDC which induce T cell tolerance at steady 
state, merocytic DC (mcDC) were recently described for their ability to reverse antigen-
specific immune tolerance, both in the context of tumours and autoimmunity [19, 20]. 
Specifically, in a B16-ovalbumin (OVA) melanoma tumour model, injection of mcDC loaded 
with OVA-expressing apoptotic cells reversed OVA-specific CD8+ T cell anergy and led to 
the complete elimination of the tumour [19]. In addition to this tumour model, mcDC also 
reversed antigen-specific T cell anergy in an autoimmune setting, where injection of mcDC 
loaded with apoptotic pancreatic beta cells effectively induced autoimmune diabetes [20]. 
Interestingly, in comparison to B6 and BALB/c diabetes-resistant strains, the diabetes-prone 
NOD mice exhibit a higher proportion of mcDC [20, 21]. Together with the specific capacity 
of mcDC to break self-tolerance, the heightened mcDC proportion in NOD mice led us to 
argue that mcDC contribute to diabetes susceptibility.  
 
In agreement with a potential contribution of mcDC in conferring diabetes susceptibility, we 
have previously shown that the Insulin-dependent diabetes (Idd)13 locus is linked to mcDC in 
NOD mice [21]. We validated that the Idd13 locus is sufficient to modulate mcDC, as both the 
proportion and absolute number of mcDC were comparable between B6 and NOD.Idd13 
congenic mice [21], wherein the Idd13 locus bears alleles of B6 origin [22]. NOD.Idd13 mice 
are resistant to diabetes [23] and present with a low number of mcDC relative to NOD mice, 





In this study, we assess the implication of candidate genes encoded within the Idd13 locus on 
the control of mcDC proportion. We find that neither Sirpa nor B2m are likely candidate genes 
in defining the proportion of mcDC. Rather, we validate that Bcl2l11, which encodes for BIM 
and thus hereafter referred to as Bim, impacts mcDC proportion in a hematopoietic-intrinsic 
manner. The effect of Bim on DC subsets appears limited to mcDC, as Bim-deficiency does 
not affect the proportion of other cDC. Together, these results demonstrate a specific role for 
Bim in defining the proportion and number of mcDC in the spleen, providing a potential 
molecular target or pathway to modulate mcDC in vivo, a cell type that effectively reverses 





B2m and Sirpa, relevant candidate genes in the Idd13 locus, do not regulate mcDC 
proportion 
We have previously shown that the Idd13 locus is linked to mcDC proportion [195]. With 
more than four hundred genes encoded in this particular locus, we opted to undertake a 
candidate gene approach to identify a gene and/or a molecular pathway that may specifically 
regulate mcDC proportion. We turned our attention to genes within the Idd13 locus for which 
the genetic variants between B6 and NOD mice are known to influence biological functions, 
arguing that one of these genes may also define the proportion of mcDC. Historically, the first 
candidate gene linked to diabetes susceptibility was beta-2-microglobulin (B2m) [273]. B2M 
is important for the proper folding of MHC-I, influencing peptide presentation to T cells. NOD 
mice express a different B2m structural variant than B6 mice and this variant is linked to 
diabetes susceptibility [274]. To determine if B2m could be implicated in DC and, more 
specifically, mcDC homeostasis, we compared the proportion and absolute numbers of cDC 
subsets and mcDC in B6.β2M-/- mice relative to B6, NOD and NOD.Idd13 mice (Fig 1). For 
the CD8α+ cDC subset, our data confirm that B6 mice exhibit a higher proportion and number 
of CD8α+ cDC in the spleen relative to NOD mice (Fig 1)[193, 275, 276]. This phenotype is 
not influenced by the Idd13 locus, as the proportion and number of CD8α+ cDC is comparable 
in both NOD and NOD.Idd13 mice (Fig 1). B2m-deficiency also does not significantly impact 
the proportion or the absolute number of CD8α+ cDC in the spleen (compare B6 to B6.β2m-/- 
in Fig 1). In contrast to CD8α+ cDC, both the proportion and absolute number of CD11b+ cDC 
are comparable for B6, NOD and B6.β2m-/- mice (Fig 1). This is in agreement with previous 
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studies showing that the number of CD11b+ cDC is not significantly different in B6 and NOD 
mice [193, 201]. Intriguingly, the proportion of CD11b+ cDC is increased in NOD.Idd13 mice 
(Fig 1b). As the absolute number of CD11b+ cDC in NOD.Idd13 mice is not significantly 
different to that of B6 or NOD mice, this increase in percentage of CD11b+ cDC in 
NOD.Idd13 mice may simply reflect the corresponding decrease in mcDC in this strain 
(Fig1a,b). Finally, we confirm our previous findings that mcDC proportion and absolute 
number are elevated in NOD mice relative to both B6 and NOD.Idd13 mice [195]. Moreover, 
as for both CD8α+ and CD11b+ cDC, we find that both B6 and B6.β2M-/- mice exhibit similar 
percentages and absolute numbers of mcDC in the spleen. These results suggest that the 
absence of B2m does not significantly influence the proportion of DC subsets in the spleen.  
 
As a second candidate gene, we opted to explore the potential role of Sirpa. SIRP-α, also 
known as CD172a, is primarily expressed in myeloid cells, namely monocyte, neutrophils and 
macrophages [277]. Among DC subsets, the highest level of SIRP-α expression is observed on 
CD11b+ cDC, where SIRP-α-CD47 interactions regulates DC migration to the spleen, therein 
influencing DC subset distribution [278, 279]. Notably, Sirpa is highly polymorphic and the 
NOD variant exhibits a high affinity for the CD47 ligand [280, 281], further stressing Sirpa as 
a likely gene defining mcDC proportion in the spleen. As such, we quantified the expression 
of SIRP-α and its ligand, CD47, on cDC subsets and mcDC in the spleen of B6, NOD and 
NOD.Idd13 mice. CD47 is ubiquitously expressed and its expression levels are relatively 
invariable [282]. Indeed, we find no differences in CD47 expression across the different DC 
subsets, or among the different strains of mice (Fig 2a,b). In contrast, SIRP-α expression is 
more variable, where CD8α+ and CD11b+ cDC respectively express the lowest and highest 
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levels of SIRP-α in all mouse strains examined, namely B6, NOD and NOD.Idd13 mice (Fig 
2a,b). Accordingly, mcDC exhibited intermediate levels of SIRP-α expression relative to the 
two cDC subsets (Fig 2a,b). Still, as for CD47, we observed no differences in SIRP-α 
expression across the different strains of mice (Fig 2a,b). As the level of protein expression is 
not necessarily synonymous with SIRP-α affinity and function [280], we opted to define the 
contribution of SIRP-α-CD47 interactions by analyzing the proportion and absolute numbers 
of DC subsets in the spleen of B6.CD47-/- mice. We predictably observed a decrease in the 
proportion of CD11b+ cDC and a corresponding increase of CD8α+ cDC in the spleen of 
B6.CD47-/- mice relative to B6 mice (Fig 2c,d) [278, 279]. Interestingly, the percentage of 
mcDC was not affected by the absence of CD47 (Fig 2c,d). Taken together, these results 
demonstrate that SIRP-α-CD47 interactions do not influence mcDC migration to the spleen.  
 
Bim modulates the proportion and absolute number of mcDC in vivo 
For candidate genes within the Idd13 locus, we next turned our attention to Bim. BIM is a pro-
apoptotic molecule and, as such, lower levels of BIM expression or activity may explain a 
higher proportion of mcDC. Notably, induction of BIM is impaired in NOD thymocytes 
relative to control mice [283, 284]. In order to determine if a defect of BIM expression could 
be observed in NOD mcDC in comparison to B6 or NOD.Idd13 control mice, we analyzed the 
expression of BIM by flow cytometry. We find that BIM expression is highest in CD8α+ cDC 
and lowest in both CD11b+ cDC and mcDC, irrespective of the mouse genetic background 
(Supplementary figure 1a, b). These results suggest that the levels of BIM expression in DC 




The level of BIM expression is not necessarily synonymous with function, as the pro-apoptotic 
activity of BIM is regulated by its interaction with different proteins [285, 286]. Notably, Bim-
deficiency allows for increased DC survival, which promotes the development of an 
autoimmune response [203]. Specifically, Chen et al. demonstrate that Bim-/- cDC exhibit an 
enhanced survival upon in vitro culture [203, 287]. We decided to perform similar 
experiments to determine the impact of BIM on the in vitro survival of mcDC relative to 
CD8α+ and CD11b+ cDC. We pooled the spleen of a B6.SJL (B6.1 for denoting the CD45.1 
allelic expression) and a B6.Bim-/- mouse prior to cell staining and cell sorting. This ensures 
that the DC from both B6.1 and B6.Bim-/- mice were processed simultaneously, minimizing 
the experimental variation associated with cell sorting. The sorted DC subset were cultured in 
vitro for 24h and cell survival was subsequently quantified by flow cytometry. CD8α+ cDC, 
which express the highest level of BIM (Supplementary figure 1), show the lowest level of cell 
survival in vitro, relative to both CD11b+ cDC and mcDC (Fig 3a, b). We find that Bim-
deficiency confers an in vitro survival advantage to CD8α+ cDC and mcDC, with a positive 
trend for CD11b+ cDC (Fig 3a, b). To determine how the in vitro survival advantage of Bim-
deficiency impacted DC homeostasis in vivo, we next compared the percentage and absolute 
number of cDC subsets and mcDC in the spleen of B6 and B6.Bim-/- mice. As previously 
shown by others [288], the percentage and absolute number of both CD8α+ and CD11b+ cDC 
were not affected by the absence of Bim (Fig 4a,b) and neither was their morphology 
(Supplementary figure 2). In contrast, mcDC proportion and absolute number were both 
increased in B6.Bim-/- relative to B6 control mice (Fig 4a,b), where mcDC from both strain 
also displayed similar morphological characteristics (Fig 4c). This result suggests that Bim-
deficiency regulates mcDC numbers in the spleen. Still, as the Bim-deficiency was originally 
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introduced on 129 mice and subsequently backcrossed to B6, the increase in mcDC number in 
B6.Bim-/- relative to B6 control mice could be due to genetic variants of 129 origin that are in 
linkage disequilibrium with Bim. However, we found that B6 and 129 mice presented with a 
similar proportion of mcDC in the spleen (data not shown), suggesting that the increased 
number of mcDC in B6.Bim-/- mice is a consequence of Bim-deficiency. Together, these 
results suggest that among spleen cDC subsets, Bim specifically influences mcDC proportion 
and number by increasing their survival.  
 
BIM controls mcDC proportion in a bone marrow-intrinsic manner 
As we have determined that Bim specifically modulates mcDC number, we then wished to 
investigate if the impact of Bim-deficiency on mcDC was due to hematopoietic-intrinsic or -
extrinsic factors. Indeed, B6.Bim-/- mice present with various systemic phenotypes, such as 
susceptibility to autoimmunity, splenomegalomany and inflammation [285]. We thus 
generated competitive bone marrow chimeras where B6 and B6.Bim-/- bone marrow are mixed 
at a 1:1 ratio and compete in a lethally irradiated B6 host for reconstituting the hematopoietic 
system (Fig 5a). We exploit CD45 allelic markers to track the origin of each cell. Specifically, 
bone marrow from a B6.1.2 mouse (bearing both CD45.1 and CD45.2 alleles, see methods) 
was mixed with bone marrow from a B6.Bim-/- (B6.1.2 : B6.Bim-/-), or from a B6 (B6.1.2 : B6) 
mouse as control, and injected in a lethally irradiated B6.1 recipient (Fig 5a). Eight weeks 
after reconstitution, we assessed the contribution of either B6 or B6.Bim-/- bone marrow to the 
proportion of cDC and of mcDC in the spleen. In the control bone marrow chimera (B6.1.2 : 
B6), both B6.1.2 and B6 bone marrow equally contribute to CD8α+, CD11b+ cDC and mcDC, 
where the B6.1.2 to B6 1:1 ratio is maintained for each DC subset (Fig 5b,c). However, in the 
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B6.1.2 : B6.Bim-/- competitive bone marrow chimera, the B6.Bim-/- bone marrow shows a 
competitive advantage over B6.1.2 bone marrow for generating mcDC, with a 1.5:1 bias in 
favor of B6.Bim-/- (Fig 5b,c). Taken together these results validate Bim as a hematopoietic cell-
intrinsic factor that defines mcDC proportion. 
 
BIM expression is ineffectively induced in cDC from NOD mice  
A deficiency in Bim determines the proportion and absolute number of mcDC in the spleen. 
Yet, BIM expression is similar in DC from B6 and NOD mice, where the proportion of mcDC 
is highest in NOD mice. Together, these results prompted us to revisit the regulation of BIM 
expression in DC. Notably, it is the induction of BIM, and not the steady state levels of 
expression, that is impaired in NOD thymocytes relative to control mice [283, 284, 289]. BIM 
expression can be induced in DC following TLR stimulation[203]. Indeed, BIM expression 
was efficiently induced in DC from B6 mice injected with a single dose of poly I:C one day 
prior to the analysis (Fig 6a). In contrast the induction of BIM expression was slightly 
impaired in DC from NOD mice relative to B6 mice (Fig 6a,b). Taken together, these data 
show that the impaired induction in BIM expression in NOD mice is not limited to 
thymocytes, as it also extends to DC. These results also suggest that the defect in BIM 





Type 1 diabetes is a complex autoimmune trait where disease susceptibility is related to the 
presence of different genetic polymorphisms, which, in mice, are encompassed within many 
Idd loci. These loci are linked to various immunoregulatory phenotypes, such as defects in 
thymic selection and antigen presentation, or in the regulation of different immune cells 
including DC, NK cells and regulatory T cell subsets, to name a few [290, 291]. We 
previously showed that the Idd13 locus is linked to the regulation of mcDC proportion [195], a 
cell type that induces diabetes in healthy recipient mice when loaded with apoptotic islet cells 
[193]. We validated the linkage analysis by exploiting NOD.Idd13 congenic mice, in which 
the proportion of mcDC is restored to the same level as the B6 mouse [195]. In this study, we 
explore the role of three candidate genes, namely B2m, Sirpa and Bim, in the regulation of 
mcDC number. We find that neither B2m nor Sirpa influence the proportion or absolute 
number of mcDC. In contrast, B6.Bim-/- mice exhibited an increase in the proportion and 
absolute mcDC number. The defect in Bim did not affect other cDC subsets, and was thus 
specific to mcDC. Regulation of mcDC proportion by Bim-deficiency occurred in a bone 
marrow-intrinsic manner. Together, these findings highlight Bim, a gene encoded within the 
Idd13 locus, as a key regulator of mcDC. 
 
B2m and Sirpa were both relevant Idd13 candidate genes to consider in our study of mcDC, as 
they each present with polymorphisms in the NOD mouse [273, 274, 280]. Yet, no differences 
in mcDC proportion were found in absence of B2m or Cd47, the cellular ligand for SIRP-α. 
Moreover, the expression of CD47 and SIRP-α was similar for both cDC and mcDC subsets 
between B6 and NOD mice. Nevertheless, relative to CD8α+ and CD11b+ cDC respectively 
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expressing low and high levels of SIRP-α, mcDC express an intermediate level of SIRP-α. 
Because SIRP-α is implicated in cellular migration [292], it is tempting to suggest that mcDC 
may be affected by Sirpa polymorphisms in conditions other than at steady state. Additional 
experiments evaluating mcDC migration in the context of various immune responses are 
needed to further explore this issue. 
 
Although neither B2m nor Sirpa influenced mcDC proportion, we observed a striking 
phenotype in B6.Bim-/- mice, where the proportion and absolute number of mcDC was 
comparable to that of NOD mice. In line with this observation, a defect in Bim induction in 
NOD mice has previously been reported [283, 284]. Specifically, induction of Bim mRNA or 
BIM protein is impaired in NOD thymocytes, resulting in a defect in thymic selection 
associated with an enhanced survival of autoreactive T cells [283, 284, 293]. Relative to 
mcDC and CD11b+ cDC, CD8α+ cDC expressed higher levels of BIM. This correlated with a 
lower survival capacity for CD8α+ cDC when cultured in vitro. Although, we did not detect a 
variation in BIM expression between DC from B6 and NOD mice at steady state, we did find 
that NOD DC ineffectively induced BIM expression upon poly I:C treatment. Therefore, we 
find that the defect in BIM induction in NOD mice is not limited to thymocytes, as it is also 
observed in DC. This may account for the increased proportion of mcDC in the spleen of 
NOD mice.  
 
In B6.Bim-/- mice, BIM expression is evidently absent in all cells. Yet, among DC subsets, the 
absence of BIM appears to specifically affect the proportion and absolute number of mcDC, 
and does so in a hematopoietic-intrinsic manner. Indeed, as previously reported by others 
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[288], we find that B6.Bim-/- mice exhibit a similar proportion and absolute number of CD8α+ 
and CD11b+ cDC relative to B6 mice. The specific impact of Bim-deficiency in the regulation 
of mcDC number suggest that this cell type is regulated independently of the other cDC 
subsets. Intriguingly, each cDC subset expresses different members of the BCL-2 family 
[288], each of which exhibit pro- and anti-apoptotic activity through slightly different 
molecular pathways [294, 295], such that it may explain the enhanced sensitivity of mcDC to 
Bim-deficiency relative to other DC subsets.  
 
Bim-deficiency leads to an increase in mcDC and autoreactive T cells, where both traits are 
associated with an increase in susceptibility to autoimmunity. Hence, one would expect that a 
decrease in BIM activity in type 1 diabetes-prone NOD mice would result in an increase in 
diabetes incidence. However, in addition to influencing mcDC proportion and impeding 
negative selection of potentially autoreactive thymocytes, the number of regulatory T cells are 
increased in NOD.Bim-/- mice where they play a dominant role in maintaining immune 
tolerance [296]. Moreover, BIM contributes to insulin-producing beta cell death in type 1 
diabetes [297]. Consequently, for both the dominant immune-tolerance conferred by 
regulatory T cells and the insulin-producing beta cell resistance to cell death, NOD.Bim-/- mice 
are protected from autoimmune diabetes [296]. Similarly, B6.Bim-/- mice treated with 
streptozotocin, which induces beta-cell death, are relatively resistant to diabetes, again due to 
resistance conferred by T cells and insulin producing beta-cells [298]. These observations 
highlight the genetic, molecular and cellular complexity driving the susceptibility to 
autoimmune diseases and suggest that systemically increasing Bim expression or applying 
drugs that would systemically enhance the Bim pathway might decrease the proportion of 
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mcDC and of autoreactive T cells, but would not necessarily prevent autoimmunity. Instead, 
cell-type specific therapeutic designs would be favoured. 
 
The objective of the study was to identify a gene or a molecular pathway that regulates mcDC 
number. As the Idd13 locus is linked to mcDC number and that both the Idd13 locus and 
mcDC number are linked to diabetes susceptibility, we opted to exploit a candidate gene-based 
approach. We tested how deficiencies in specific candidate genes within the Idd13 locus 
affected mcDC proportion and number. While deficiencies in either B2m or Sirpa did not 
modulate the number of mcDC, Bim was identified as a key player in defining mcDC 
proportion and number in the spleen. Importantly, we cannot exclude that other candidate 
genes within the Idd13 locus, such as Cd93 and Mertk [299, 300], nor that specific 
polymorphisms in/near B2m or Sirpa do not contribute to determining mcDC number, as these 
were not specifically tested. Notably, the Idd13 locus only explained part of the variance 
between B6 and NOD mice, such genetic variants outside of the Idd13 locus also contribute to 
this trait. Notwithstanding, our data clearly demonstrate that Bim-deficiency impacts the 
proportion and the number of mcDC in the spleen. 
 
Altogether, this study describes for the first time a role of BIM in the control of a 
specific DC subset, namely mcDC. This effect of Bim deficiency is bone marrow-intrinsic and 
seems to be linked to a better survival capacity of mcDC in the NOD mice, leading to an 
increase in their proportion. The result of a linkage analysis, validated by a congenic mouse 
model, has facilitated the identification of a molecular pathway defining a specific phenotype, 
namely BIM in modulating mcDC proportion and number. Future studies aimed at identifying 
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how BIM regulates mcDC number may facilitate the design of cell-type specific approaches 




C57BL/6 (B6 which bear CD45.2 allelic expression), NOD, B6.Bim-/-, B6.SJL (B6.1 for 
denoting the CD45.1 allelic expression), B6.CD47-/- and B6.Beta-2-microglobulin-/- (B6.β2M-/-
) mice were all purchased from The Jackson Laboratory. The NOD.NOR-Idd13 mice (referred 
to as NOD.Idd13 throughout), for which the Idd13 locus is of B6 origin [301], were 
generously provided by David Serreze (Jackson Laboratory). B6.1 and B6 mice were mated to 
obtain B6 mice bearing both CD45.1 and CD45.2 markers, respectively, and the resulting 
strain with co-dominant expression of both CD45 alleles is referred to as B6.1.2. All of these 
strains were subsequently maintained at the Maisonneuve-Rosemont Hospital animal house 
facility (Montreal, Canada). Six to 12 week-old mice were used for all phenotypic analyses. 
The Maisonneuve-Rosemont Hospital ethics committee, overseen by the Canadian Council for 
Animal Protection approved the experimental procedures.  
 
Flow cytometry.  
Spleens were minced and treated with collagenase (1 mg mL-1 in PBS, Type V from 
Clostridium histolyticum, Sigma Aldrich) for 15 min at 37°C and passed through a 70 µM cell 
strainer (BD Biosciences) to yield single-cell suspensions prior to a red blood cells lysis with 
NH4Cl solution. Cell suspensions were labelled with antibodies to; CD11c (clone N418, 
Biolegend), CD11b (clone M1/70, Biolegend), CD8α (clone 53-6.7, Biolegend), Zombie Aqua 
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viability dye (Biolegend), CD45.1 (clone A20, Biolegend), CD45.2 (clone 104, Biolegend), 
CD47 (clone miap301, BD), SIRP-α (clone P84, Biolegend) and CD24 (clone M1/69, 
Biolegend). For BIM intracellular staining, cell surface labeling is followed by an intracellular 
staining with antibodies to BIM (clone C34C5, Cell signaling) diluted in 1X PBS 
supplemented with 2% fetal calf serum, 10nM sodium azide and 0.03% saponin for 45 min at 
room temperature [302]. All samples were acquired using BD LSRII (BD Biosciences) or 
Fortessa (BD Biosciences) and were analyzed using the FlowJo software (TreeStar, Ashland, 
OR). The gating strategy to select mcDC is based on our previous work and that of others 
[193, 195]. Additionally, we verified that CD8α+ cDC precursors did not influence variations 
in mcDC proportion (Supplementary figure 3). 
 
In vitro survival assay. 
Spleen single cell suspensions of B6.1 and B6.Bim-/- (CD45.2+) mice were pooled to and 
labelled with antibodies to; CD45.1, CD45.2, CD11c, CD11b and CD8α. The mcDC were 
sorted on a FACS Aria and 0.25x106 cells mL-1 were placed in culture in complete RPMI 
media. Pooling the B6.1 and B6.Bim-/- spleen cells prior to sorting allowed us to minimize 
experimental variability, as both B6 and B6.Bim-/- cell suspensions are processed 
simultaneously. Specifically, this approach decreased the impact of sample processing and 
sorting times, both of which significantly influence cell viability. After 24h in culture, the cells 
were labeled for a combination of extracellular markers and Zombie Aqua viability dye 
(Biolegend), followed by Annexin-V-labeling (Biolegend) in its corresponding buffer (10mM 
Hepes, 150mM NaCl, 5mM KCl, 1mM MgCl2, 1,8mM CaCl2) prior to flow cytometry data 




Competitive bone marrow chimera.  
Bone marrow cells from B6.1.2 and B6.Bim-/- (CD45.2+) or B6.1.2 and B6 mice were mixed at 
a 1:1 ratio and 2x106 total cells were injected intravenously into lethally irradiated (11Gy) 
B6.1 recipients. Eight weeks post-reconstitution, the spleens were analyzed for the 
contribution of the B6 and B6.Bim-/- bone marrow to each cDC subset by flow cytometry.  
 
Induction of BIM in vivo. 
B6 and NOD mice were injected intraperitoneally with poly I:C (Sigma; 150µg per mice). 
After 18h, spleens were treated with collagenase and single cell suspensions were labeled with 
Zombie aqua viability dye (Biolegend), CD11c, CD8α, CD11b, CD69, and BIM. 
 
Imaging. 
DC subsets were sorted on a FACS Aria to isolate CD8α+ cDC (CD11chighCD8α+CD11b-), 
CD11b+ cDC (CD11chighCD8α-CD11b+), and mcDC (CD11chighCD8α-CD11b-CD24-). The 
purity for each subset was above 95%. Cells were immobilized on a slide (Fisher Scientific) 
by cytospin at 1000 RPM, air dried, fixed in methanol and subjected to a Wright-Giemsa stain. 
Images were acquired on a Zeiss Imager Z2 at a 63x magnification in oil. 
 
Statistics. 
Significance was tested with a one-way ANOVA with Bonferroni post-hoc test for differences 
between more than 2 groups and a Student t-test was used when testing for significant 
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difference between 2 groups.  A paired test was used for differences between two groups in 
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 B2m does not determine mcDC proportion.   Figure 1.
 
(a) Representative flow cytometry plots of CD8α and CD11b expression on CD11chigh cells 
from B6, NOD, NOD.Idd13 and B6.β2m-/- mice. The different DC subsets are gated as 
follows: CD8α+ cDC, CD8α+CD11b-; CD11b+ cDC, CD8α-CD11b+; mcDC, CD8α-CD11b-. 
Numbers near the gates indicate the corresponding percentage of cells. (b) Compilation of 
percentages (top) and absolute numbers (bottom) of cDC subsets and mcDC in B6 (n=9), 
NOD (n=9), NOD.Idd13 (n=9) and B6.β2m-/- (n=4) mice. Each symbol represents one mouse. 
Dash represents the mean. The data was acquired in at least three independent  experiments. P 
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  Bim-deficiency confers a survival advantage to mcDC. Figure 3.
 
cDC subsets and mcDC were sorted 
from pooled spleen cell suspension 
of B6.1 (CD45.1) and B6.Bim-/- 
(CD45.2) mice and cultured in vitro 
for 24h. (a) Representative flow 
cytometry plots of Annexin-V and 
viability dye expression for each 
DC subset (CD8α+CD11b-, CD8α+ 
cDC; CD8α-CD11b+, CD11b+ cDC 
and CD8α-CD11b-, mcDC) from 
B6.1 and B6.Bim-/- mice after 24h 
of culture. Numbers in the 
quadrants indicate the percentage 
of cells. (b) Paired comparison of 
B6.1 and B6.Bim-/- DC viability 
after 24h of co-culture. The 
percentage of live cells (negative 
for both Annexin V and viability 
dye) is quantified for CD8α+ cDC, 
CD11b+ cDC and mcDC. Each 
symbol represents one mouse. Data 
was acquired in three independent 








 B6.Bim-/- mice exhibit an increase in the proportion and number of mcDC. Figure 4.
 
(a) Representative flow cytometry plots 
of CD8α and CD11b expression on 
CD11chigh cells from B6 and B6.Bim-/- 
mice. Numbers near the gates indicate the 
corresponding percentage of cells.  
(b) Compilation of percentages (top) and 
absolute numbers (bottom) of cDC and 
mcDC in B6 (n=10) and B6.Bim-/- (n=6) 
mice. Each symbol represents data for 
one mouse. Dash represents the mean. 
The data was acquired in at least three 
independent experiments. P value, ** < 
0.01.  
(c) Giemsa-Wright staining of sorted 
mcDC (CD11chighCD8α-CD11b-CD24-) 












 Bim regulates mcDC proportion in a bone marrow-intrinsic manner. Figure 5.
 
(a) Schematic representation of 
competitive bone marrow chimeras. 
Bone marrow isolated from B6.1.2 
(CD45.1 and CD45.2) and B6 (CD45.2) 
mice or B6.1.2 (CD45.1 and CD45.2) 
and B6.Bim-/- (CD45.2) mice were 
injected at a 1:1 ratio into a lethally 
irradiated B6.1 (CD45.1) mouse. DC 
reconstitution was analyzed in the spleen, 
8 weeks post-injection. 
(b) Representative flow cytometry plots 
of cDC and mcDC among CD11chigh 
spleen cells derived from B6.1.2, B6 or 
B6.Bim-/- bone marrow. Numbers 
indicate the percentage of cells in each 
gate. (c) The ratio of cDC or mcDC 
differentiated from each donor bone 
marrow from at least 5 chimeric mice per 
group is shown. Each symbol represents 
one mouse. The dotted line represents a 



















(a) Representative histograms of BIM expression on spleen cDC from B6 and NOD mice, 18h 
after in vivo PBS (B6, filled grey histogram; NOD, grey line) or poly I:C injections (B6, 
dotted black line; NOD, thick black line). (b) Compilation of BIM expression on spleen cDC 
18h after in vivo PBS (n=4 for both B6 and NOD mice) and poly I:C injections (n=9 for B6 
mice and n=12 for NOD mice). Dots (B6) and square (NOD) represents the mean of BIM 
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Chapitre 4 : Discussion 
1. Les mcDCs : un sous-type de cDCs qui brise la tolérance 
Les cDCs sont des APCs ayant un fort potentiel dans l’induction ou la tolérisation 
d’une réponse immune [22]. Les cDCs sont séparées en deux groupes, les cDC1 et les cDC2. 
Cette famille regroupe différents sous-types ayant des phénotypes, localisations et fonctions 
différentes [34]. Jusqu'à la découverte des mcDCs, la présentation de peptides issus de cellules 
en apoptose était associée aux cDC1 et à l’induction de tolérance [16, 18, 193, 194]. Ces 
capacités particulières des mcDCs ont remis en questions les concepts liés à la présentation de 
peptides dérivés de corps apoptotiques et leurs effets sur la réponse immune. Pour caractériser 
ces nouveaux aspects dans les bris de tolérance, comprendre le lien des mcDCs avec les cDCs 
était donc important. Nous avons déterminé que les mcDCs étaient des cDCs en confirmant 
leur capacité à induire une réponse allogénique ainsi que par la mise en évidence du facteur de 
transcription spécifique aux cDCs, Zbtb46. Les mcDCs ont une courte demi-vie et se 
différencient à partir des précurseurs communs aux cDCs, les pré-cDCs. De plus, malgré leur 
similitude en termes de fonction, nous avons démontré que les mcDCs ne dépendaient pas des 
facteurs de transcriptions Irf8 et Batf3, requis par les cDC1. Par contre, tout comme les cDC2, 
les mcDCs expriment IRF-4 et l’absence de Irf4 affecte leur homéostasie. La proximité des 
mcDCs avec les cDC2 est cependant distincte en termes de métabolisme où les mcDCs et 





1.1. L’origine des mcDCs 
Les cDCs se différencient à partir de précurseurs issus de la moelle osseuse. Différents 
modèles sont proposés pour comprendre leur origine. Historiquement, les cDCs sont issues 
d’une voie myéloïde suite à la différenciation du CMP dans le linéage des cDCs [32]. 
Cependant, différentes études montrent que les cDCs peuvent aussi provenir de la voie 
lymphoïde via notamment la différenciation du CLP [106]. Récemment, ce modèle de 
différenciation linéaire a été remis en question par la mise en évidence d’un biais cDCs dès le 
stade HSPC [108]. Même si différents modèles sont proposés pour expliquer l’origine des 
cDCs, tous concordent avec la présence des pré-cDCs dans la moelle osseuse et la rate qui se 
différenciera en cDCs [303]. Les mcDCs sont aussi capables d’être générées suite au transfert 
de pré-cDCs in vivo (Audiger et al., Figure 3, Chapitre 1, soumis à J. Immunol.). La 
différenciation des cDCs requiert aussi la cytokine FLT3L, importante pour la prolifération et 
la survie des précurseurs. Un traitement avec cette cytokine augmente notamment le nombre 
de pré-cDCs ainsi que le nombre de DCs in vivo [117-119]. Comme pour les cDC1 et les 
cDC2, les proportions et nombres absolus de mcDCs sont aussi augmentés suite à un 
traitement au Flt3L [304]. Les mcDCs sont donc sensibles au Flt3L et sont capables de se 
différencier à partir des pré-cDCs comme les cDC1 et cDC2.  
Les pré-cDCs sont en réalité une population hétérogène de précurseurs. En effet, 
l’utilisation de sc-RNAseq a déterminé que les pré-cDCs de la moelle osseuse regroupent en 
réalité quatre sous-types de précurseurs [125]. Les pre-cDC1 et les pre-cDC2 ont un potentiel 
de différenciation préférentiel pour les cDC1 et les cDC2 respectivement tandis que les deux 
autres populations de pré-cDCs permettent une différenciation vers les cDC1 et les cDC2 
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[125]. Il serait donc intéressant de déterminer si un de ces quatre sous-types de pré-cDCs se 
différentie préférentiellement en mcDC suite à des transferts in vivo dans une souris receveuse. 
Comprendre le devenir d’une cellule souche à une cellule différentiée nécessite le 
développement d’outils pour favoriser l’exploration de ces voies de différenciation complexes. 
Pour déterminer l’ontogénie des mcDCs, l’utilisation d’une technologie de code-barre pourrait 
s’avérer pertinente. Cette technique consiste à marquer chaque cellule avec une étiquette 
spécifique via l’utilisation d’un lentivirus [107]. Dans le cas des mcDCs, il serait intéressant 
de marquer les pré-cDCs totales avec ces étiquettes puis de les mettre en culture pour générer 
des clones. Une fois amplifiée, la moitié des clones sera injectée in vivo et l’autre moitié sera 
utilisée pour déterminer la nature des précurseurs par RNA-seq ou CyToF par exemple. Les 
cDCs générées en périphérie seront caractérisées et reliées à leurs précurseurs grâce aux 
étiquettes spécifiques.   
Les cDCs proviennent donc d’un précurseur de la moelle osseuse. Différents 
protocoles permettent de différencier des cDCs in vitro à partir de cellules de moelle osseuse. 
Étant donné le rôle majeur des cDCs dans l’initiation d’une réponse immune, de nombreuses 
stratégies de vaccination basées sur les DCs utilisent ces protocoles [305]. Ces techniques 
permettent de générer in vitro, rapidement et en grand nombre, des DCs que l’on peut ensuite 
maturer, ou non, et charger avec différents Ag, afin d’induire ou de tolériser respectivement, 
une réponse immune de façon Ag spécifique. Différents protocoles existent, que ce soit une 
culture de cellules de moelle avec du GM-CSF et de l’IL-4 ou avec du Flt3L [306-308]. Dans 
ces systèmes de culture, les cellules dendritiques dérivées de la moelle osseuse (BMDC) 
présentent des phénotypes et des fonctions assez similaires aux équivalents identifiés in vivo 
[306, 308, 309]. Les fonctions particulières des mcDCs dans l’induction de bris de tolérance 
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Ag spécifique et leur capacité à reverser l’anergie des cellules T permettent d’envisager 
différentes approches en clinique, notamment dans des stratégies de vaccination anti-cancer. 
En différencier in vitro, selon ces protocoles établis, permettrait de tester leur potentiel 
thérapeutique. La culture de BMDC conduit à l’obtention d’une population de DCs 
hétérogènes [306-308]. Il serait intéressant de tester la fonction des différents sous-types de 
BMDC. Déterminer si, suite à leur culture avec des corps apoptotiques, une de ces populations 
est capable de produire de l’IFN de type I et de briser la tolérance suggéra que ce sous-type est 
un équivalent fonctionnel aux mcDCs spléniques. Si un équivalent in vitro est mis en 
évidence, cela ouvrira des perspectives quant à leurs applications sur des protocoles humains 
si ce type de cDCs était caractérisé chez l’Homme et notamment dans des cultures de 
différenciation de DCs à partir des précurseurs sanguins [310].  
 
1.2. Exploration du phénotype des mcDCs 
Les mcDCs sont un sous-type de cDCs n’exprimant le marqueur CD8a associées aux 
cDC1, ni CD11b associé aux cDC2 [193, 194]. L’absence de marqueurs exprimés 
spécifiquement par les mcDCs rend l’étude de ce sous-type compliquée. Pour déterminer un 
marqueur spécifique des mcDCs, différentes approches sont possibles. Il serait intéressant de 
cibler des voies propres aux mcDCs telles que la production d’IFN de type I suite à la 
détection de corps apoptotiques. Une autre solution serait d’explorer le transcriptome des 
mcDCs afin de mettre en évidence des gènes surexprimés spécifiquement dans cette 
population. Cependant, les mcDCs étant très hétérogènes en termes de phénotype (Annexe 1), 
il pourrait être préférable d’utiliser une technique de sc-RNAseq [42]. Dans ce cas, les cDCs 
spléniques pourraient être triées, et chaque cellule séquencée. Par analyses informatiques non 
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biaisées, les cellules ayant des similitudes en termes de transcriptome seront regroupées. Les 
clusters ayant peu de transcrits pour CD8α et pour CD11b représenteraient possiblement les 
mcDCs et leurs signatures géniques seront comparées aux autres groupes de cDCs. Les gènes 
mis en évidence pourraient ensuite être validés au niveau protéique sur les mcDCs, par 
cytométrie en flux.  
Une autre façon de caractériser une sous-population de cDCs est d’étudier les facteurs 
de transcription nécessaire à leur différenciation. Les cDC1 sont dépendantes des facteurs de 
transcription Irf8 et Batf3 [62, 69, 70]. Les cDC2 quant à elles expriment toutes le facteur de 
transcription IRF-4 [62, 134]. Cependant, en fonction du sous-type, elles seront dépendantes 
de facteurs de transcriptions spécifiques tels que Notch par exemple [62, 88]. Nous avons 
démontré que les mcDCs expriment le facteur de transcription IRF-4 (Audiger et al, Figure 5, 
Chapitre 1, soumis à JImmunol). De plus, nous avons déterminé qu’en absence de Irf4, les 
proportions de mcDCs sont diminuées, confirmant l’importance de IRF-4 dans leur régulation. 
IRF-4 est décrit comme étant important pour la différenciation des cDC2 CD4+ ainsi que dans 
la migration des cDC2 de la peau aux ganglions lymphatiques drainants [135]. L’absence 
d’Irf4 dans les DCs CD11c+ conduit à une diminution, mais pas une absence totale des mcDCs 
(Audiger et al., Figure 5, Chapitre 1, soumis à JImmunol). Analyser les mcDCs présentes dans 
les ganglions lymphatiques drainants, en absence ou présence de l’expression de Irf4, devrait 
permettre de déterminer si Irf4 est important pour leur migration ou leur différenciation. Pour 
finir, le sc-RNAseq permettrait de mettre en évidence d’autres facteurs de transcription, 
exprimés spécifiquement par les mcDCs, qui seront ensuite validés dans des modèles 
déficients pour cette protéine.  
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La mise en évidence des mcDCs n’a été faite à ce jour que dans la rate et les ganglions 
lymphatiques drainants périphériques et pancréatiques murins [193]. Les cDCs sont retrouvées 
dans tout l’organisme tel que dans la peau, l’épithélium intestinal ou le thymus par exemple, 
mais leur phénotype pourra être différent [34]. L’environnent influence le phénotype des 
cDCs. Par exemple, la signalisation via le récepteur au TGF-β (TGFbR1) est nécessaire pour 
la différenciation des cDC2 CD103+CD11b+ dans les intestins à partir des cellules CD103-
CD11b+ [311]. De plus, le GM-CSF est important pour l’homéostasie des CD103+ et CD11b+ 
dans les tissus non lymphoïdes, tels que les reins, le foie ou les poumons [181]. La 
caractérisation d’un équivalent aux mcDCs dans les organes non lymphoïdes pourrait donc 
s’avérer difficile, voire impossible, sans signature distincte pour les caractériser. Cependant, la 
réalisation d’un sc-RNAseq comparant les cDCs de la rate versus les autres tissus permettrait 
d’observer un regroupement des mcDCs spléniques avec un sous-type présent dans les tissus 
non lymphoïdes et suggérer une origine similaire, qui devra ensuite être confirmée au niveau 
fonctionnel.   
 
1.3. La phagocytose des corps apoptotiques par les mcDCs 
Les mcDCs sont des APCs conventionnelles capables de présenter des peptides issus 
de corps apoptotiques [193, 194, 304]. La phagocytose de ces corps apoptotiques conduit à 
leur dégradation et à la génération de peptides antigéniques qui seront stockés dans des 
endosomes non acidifiés [194]. À l’inverse des cDC1, la présentation de peptide d’Ag dérivés 
de corps apoptotiques conduit à un bris de tolérance [193, 194]. L’éfférocytose nécessite deux 
partenaires, le corps apoptotique et dans notre étude, la cDC.  
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Les corps apoptotiques peuvent agir directement sur les cDCs via la sécrétion de 
différentes molécules. Par exemple, la synthèse de PtdSer par les corps apoptotiques favorise 
leur phagocytose [312, 313]. De plus, les cellules apoptotiques produisent des signaux qui 
contribuent à favoriser une réponse anti-inflammatoire suite à la phagocytose, tels que la 
thrombospondine-1 (TSP-1) ou l’AMP. Ces molécules inhibent la production de cytokines 
inflammatoires par les cDCs [314, 315]. Les corps apoptotiques diffèrent donc les uns des 
autres en fonction des molécules qu’ils secrètent. Ils agiront différemment sur la maturation 
des cDCs et/ou les cytokines qu’elles produiront. Le mécanisme particulier des mcDCs tel que 
la production d’IFN de type I suite à la phagocytose de ces cellules en apoptose, en opposition 
aux profils tolérogéniques des cDC1 par exemple, pourrait être lié à leur reconnaissance de 
corps apoptotiques. Il serait possible que les cDC1 phagocytent des corps apoptotiques 
capables d’inhiber la production de cytokines inflammatoires tandis que les mcDCs 
reconnaîtraient des cellules apoptotiques présentant un autre profil en cytokines. Cependant, 
dans le cas des mcDCs, il semble peu probable que la source des corps apoptotiques soit la 
raison des fonctions différentes entre les mcDCs et les cDCs. En effet, dans les différentes 
études qui ont montré leur spécificité dans les bris de tolérance, les corps apoptotiques 
provenaient de la même source de cellules, par exemple une lignée tumorale irradiée [194]. 
Cela suggère donc que ce serait des mécanismes de reconnaissance, d’interaction avec les 
cellules apoptotiques et/ou de processing des Ag qui diffèrent entre les mcDCs et les cDCs, 
entraînant des finalités sur la réponse immune différente.  
Une des raisons expliquant la tolérance induite suite à la présentation d’Ag dérivés de 
corps apoptotiques et la non-maturation des DCs [16, 316]. Les DCs immatures vont donc 
pouvoir présenter des peptides dérivés de cellules en apoptose en absence de signal de 
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costimulation aux LT. A l’état de base, les mcDC, cDC1 et cDC2 expriment des niveaux 
similaires de CD80, CD86, CD40 ainsi que le MHC-I et II [194]. Cependant, il serait 
intéressant de déterminer le profil de maturation des mcDCs suite à la mise en culture avec les 
corps apoptotiques et de vérifier si cette absence de maturation est retrouvée. En effet, si la 
non-maturation est associée à une tolérance immune, la maturation spécifique des mcDCs 
suite à une culture avec des cellules en apoptose pourrait expliquer l’induction de bris de 
tolérance et la sécrétion d’IFN de type I. Un autre mécanisme de contrôle de la maturation des 
APCs lors de la phagocytose de cellules en apoptose est l’inhibition de la réponse des TLRs 
par les corps apoptotiques [317, 318]. L’activation des TLRs est importante pour l’activation 
des voies de signalisation conduisant à la synthèse de cytokines pro-inflammatoires [319]. 
Plus particulièrement, la signalisation via le TLR3 et le TLR4 initie la synthèse d’IFN de type 
I par, entre autres, l’expression d’IRF-3. L’IFN de type I est capable par rétroaction positive 
suite à son interaction sur son récepteur, d’augmenter la synthèse d’IFN par la cellule [319]. 
Cette rétroaction positive dans les pDCs, fortes productrices d’IFN de type I, est liée à leur 
expression plus élevée d’IRF-7 [320] tandis que la production par les cDC1 requiert IRF-8 
[321]. Les mcDCs n’expriment pas IRF8, cela suggère qu’elles utiliseraient un autre 
mécanisme de rétroaction positif (Audiger et al., Figure 5, Chapitre 1, soumit à J. Immunol). 
La caractérisation de l’expression des TLRs en surface des mcDCs, avant et après cultures 
avec des corps apoptotiques, pourrait déterminer si la voie d’initiation de la production d’IFN 
de type I est différente de celles décrites pour les autres APCs. De plus, caractériser 
l’expression du récepteur à l’IFN de type I (IFNAR) ainsi que des facteurs de transcriptions 
IRF-3 et IRF-7, avant et après mises en cultures avec corps apoptotiques, déterminera si des 
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différences intrinsèques aux mcDCs peuvent expliquer leur capacité à produire de hauts 
niveaux d’IFN de type I, suite à la phagocytose des cellules apoptotiques. 
Les mcDCs et les cDC1 sont capables de présenter de façon croisée des antigènes 
dérivés de corps apoptotiques [82, 193, 194]. Néanmoins, elles présentent des différences dans 
leurs mécanismes de stockages des peptides et dans l’induction ou non d’une réponse immune 
[194]. Comprendre comment les peptides présentés par les mcDCs sont générés en 
comparaison aux cDC1 pourrait mettre en évidence le mécanisme relié aux fonctions 
spécifiques des mcDCs. Le pH des endosomes à un rôle majeur dans la présentation croisée  
[240]. Il est décrit que le pH des cDC1 est spécifiquement contrôlé par la GTPase Rac2 qui 
permet la formation du complexe NOX2 au phagosome. Ce complexe permet la production de 
ROS au sein des phagosomes et prévient leur acidification, condition nécessaire pour la 
présentation-croisée [322]. De manière intéressante, les cellules apoptotiques sont capables de 
réduire la production de ROS ce qui à terme inhibera la réponse inflammatoire. Il est donc 
envisageable que les mcDCs suite à la détection d’un corps apoptotique continuent à produire 
de hauts niveaux de ROS conduisant notamment à l’activation des voies NF-kB impliquées 
dans la production d’IFN de type I. Cela expliquerait pourquoi les cDC1 et les mcDCs, mises 
en présence de la même source de corps apoptotiques, induisent une tolérance ou un bri de la 





2. La famille Bcl-2 dans le contexte des DCs 
 Les cDCs ont un rôle majeur dans la tolérance immune. Le contrôle des proportions de 
cDCs est extrêmement important et régulé. Une augmentation ou une diminution de leur 
nombre pourra affecter de façon positive ou négative les mécanismes de tolérance immune 
[22]. Les mcDCs sont retrouvées en plus grand nombre chez la souris NOD, modèle de 
diabète auto-immun spontané, que chez les lignées de souris résistantes au diabète (C57BL/6) 
[193]. Une étude de notre laboratoire a validé que le locus Idd13 du chromosome 2 était lié au 
contrôle du nombre de mcDC, suggérant donc que parmi les 400 gènes de ce locus, un ou 
plusieurs gènes pourraient avoir un rôle dans la régulation du nombre de mcDC [195]. Suite à 
cette étude immunogénétique, nous avons déterminé l’implication de différents gènes 
candidats, codés dans le locus Idd13, sur le contrôle de la proportion des mcDCs. En ciblant 
des gènes connus pour être polymorphiques entre la souris NOD et la souris C57BL/6, nous 
avons déterminé que le gène Bim régule les proportions de mcDCs. BIM est une molécule 
proapoptotique de la famille des BH3 (Bcl-2 homology 3-only protein) codée par le gène 
Bcl2l11 (renommé Bim pour faciliter la lecture) [323]. En absence de Bim, les mcDCs ont un 
avantage de survie. De plus, leur nombre est augmenté dans la rate par rapport à une souris 
C57BL/6 et ceux de manière moelle osseuse intrinsèque. Cette étude démontre donc que Bim 
régule spécifiquement les mcDCs, mais pas les autres sous-types de cDCs [324]. Cela insiste 
donc sur le point que chaque sous-type de cDCs est différent en termes de phénotype, 





2.1. Les cDCs ont des mécanismes différents de survie 
 Différentes équipes, ainsi que notre laboratoire, ont démontré le rôle important des 
membres de la famille BCL-2 dans la survie des cDCs [203, 288, 325, 326]. La famille des 
bcl-2 molécules se divise en trois groupes, les molécules proapoptotiques ayant un domaine 
BH-3, les membres de la famille BAX/BAK, ainsi que les molécules anti-apoptotiques de la 
famille BCL-2. Les BH-3 protéines regroupent au moins 8 membres, dont BIM, PUMA, BAD 
et NOXA. Ces protéines induisent, de façon directe ou indirecte, le complexe BAX/BAK 
entraînant l’apoptose suite à l’activation des caspases. En absence d’une situation de stress, les 
molécules anti-apoptotiques de la famille Bcl-2 (BCL-2, BCL-X, A1, MCL-1) sont associées 
aux molécules BAX/BAK afin d’empêcher leur interaction avec les BH-3 molécules [295, 
327]. Nous avons démontré que Bim contrôle spécifiquement les proportions de mcDCs, mais 
pas les cDC1 ni cDC2 à l’état de base, suggérant que les différents sous-types de cDCs 
utilisent des mécanismes distincts pour réguler leur survie [324].  
 Les cDCs expriment de façon constitutive la protéine A1 ainsi que de hauts niveaux de 
Bcl-2, MCL-1 et Bcl-X [288, 328]. De façon surprenante, augmenter la voie de Bcl-2 
n’impacte que peu la survie des cDCs, tandis que l’inhibition de l’expression de A1 ou Mcl-1 
diminue de façon importante leur survie, suggérant que Bcl-2 n’est pas une voie importante 
pour l’homéostasie des cDCs [288]. Il est connu que les cDC1 sont plus apoptotiques que les 
cDC2 [329]. De manière attendue, nous avons observé que les cDC1 expriment de plus hauts 
niveaux de BIM ainsi qu’une plus grande proportion de cellules caspase-3 positives, en 
comparaison aux cDC2 et mcDCs [324]. Les mcDCs, quant à elles, se distinguent des cDC2 
par un pourcentage de cellules caspase-3 plus élevé (Annexe 2). Cependant, la majorité des 
études portant sur la survie des cDCs n’ont pas prise en considération la spécificité de chaque 
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sous-type de cDCs. Étant donné les différences de fonctions des sous-types de cDCs, 
comprendre leurs mécanismes de survies spécifiques est important. 
 Afin de déterminer la régulation spécifique de chaque sous-population de cDCs, une 
quantification par qPCR des transcrits ou protéique par cytométrie en flux, pourrait être 
réalisée. Une étude a montré, par immunobuvardage de type Western, aucune différence au 
niveau protéique de BCL-2, BCL -X, A1 et MCL-1 entre les cDC1 et cDC2 [288]. Cependant, 
les différents isoformes existant pour ces molécules n’ont pas été étudiés. Prendre en 
considération les isoformes des ces molécules anti-apoptotiques ainsi que des molécules pro-
apoptotiques comme BIM, PUMA ou BAX et BAK pourraient permettre de mettre en 
évidence des différences dans les interactions des membres de la famille BCL-2, en fonction 
des sous-types de cDCs.  
 Les mécanismes de régulation de ces molécules sont complexes [327]. L’expression 
plus ou moins forte de ces molécules n’est pas le seul moyen de les réguler. En effet, la 
séquestration ou l’affinité d’interaction des partenaires, les modifications post-traductionnelles 
et post-transcriptionnelles sont autant de mécanismes décrits dans le contrôle de l’apoptose 
[295, 327]. Une solution pour explorer les voies d’apoptose requises spécifiquement pourrait 
être d’utiliser des modèles de souris déficientes. Des chimères hématopoïétiques reconstituées 
avec des moelles osseuses issues d’une souris déficiente pour tout les isoformes de A1 ou 
d’une souris haplo-insuffisante pour Mcl-1, présentent un défaut en cDCs [288, 330]. Il serait 
pertinent d’évaluer le nombre ainsi que le potentiel de survie ex vivo de chaque sous-type de 
cDCs dans ces modèles. De plus, l’inhibition de plusieurs voies de survie conduit à un effet 
cumulatif sur la survie des cDCs [328]. Il pourrait donc être intéressant de déterminer 
comment sont modulées les autres molécules pro et anti-apoptotiques dans ces souris en 
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fonction des sous-types de cDCs. De plus, élargir cette étude aux sous-types de cDCs dans 
différents tissus permettrait de comprendre la régulation des sous-populations de cDCs en 
fonction de leur environnement.  
 Les voies moléculaires contrôlant la survie des cDCs sont peu décrites dans la 
littérature. Cependant, le rôle des cytokines dans leur survie est bien connu même si les 
mécanismes reliés sont encore imprécis. Le GM-CSF associé au FLT3L par exemple sont 
important pour maintenir le nombre de cDCs in vivo notamment pour les cDCs du derme et 
dans les ganglions drainants de la peau [331]. De plus, la présence de GM-CSF réduit 
l’expression de BIM dans des cultures de BMDC in vitro [203]. À l’inverse, l’IL-10 est décrite 
comme cytokine favorisant la mort des cDCs in vitro via l’inhibition des molécules BCL-2 et 
BCL-xL [332]. Un autre exemple est le TGF-β, requis pour le développement des cellules de 
Langerhans, mais qui induit l’apoptose in vivo des DCs différenciées de monocytes dans des 
modèles de tumeurs [333, 334]. Le besoin en cytokines en fonction des tissus est donc 
important pour la génération de sous-types particuliers, notamment dans les intestins et dans la 
peau. Il est suggéré que ces cytokines sont nécessaires pour leur différenciation, mais on ne 
peut pas exclure leur implication dans les mécanismes de survie de ces dernières. L’impact des 
cytokines sur la survie des sous-types de cDCs, en fonction des tissus, est donc un aspect 
important à prendre en considération.  
 
2.2. Bim régule spécifiquement les mcDCs 
Nous avons démontré que Bim contrôle, de façon moelle osseuse intrinsèque, 
spécifiquement les proportions de mcDCs, mais pas les cDC1 ni cDC2 [324]. En absence de 
Bim, une accumulation en pourcentage ainsi qu’en nombre absolu de mcDCs est observable à 
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l’état de base. Cependant, le mécanisme par lequel Bim contrôle les mcDCs est encore 
inconnu.  
Bim est hautement régulé [285]. La transcription de Bim peut être modulée par 
diffèrent facteurs de transcription qui induiront ou réprimeront son expression. L’épigénétique, 
notamment des méthylations de certains de ces nucléotides, module son activité. De plus, 
différents épissages alternatifs génèrent différents isoformes de BIM, ayant des potentiels 
apoptotiques distincts. L’épissage alternatif conduit à la génération d’au moins 8 isoformes de 
BIM dont les 3 principaux sont la forme EL (extra-long), L (long) et S (short). La forme EL 
est la plus abondante, tandis que la forme S a un pouvoir apoptotique plus élevée [323, 335-
337]. Nous avons exploré l’expression des 3 isoformes majeurs de BIM par immunobuvardage 
de type Western à l’état de base. Étant donné le faible nombre de mcDCs, les protéines issues 
de DCs CD11c+ totales ont été extraites. Nous n’avons pas observé de différences au niveau 
protéique des 3 isoformes entre les DCs isolées d’une souris C57BL/6 et NOD. Cependant, 
l’isoforme EL est l’isoforme majeur présent dans les DCs totales (résultats non présentés). 
Nous ne pouvons pas exclure que les autres isoformes de BIM ne sont pas absents dans les 
mcDCs. En effet, les isoformes de BIM sont très peu exprimées à l’état de base dans les DCs, 
particulièrement l’isoforme S. Leur expression augmente suite à une activation des TLRs ou 
de CD40 [203]. Cependant, nous avons démontré que les DCs isolées de la souris NOD ont un 
défaut dans l’induction de BIM suite à une stimulation au poly I :C en comparaison aux DCs 
isolées d’une C57BL/6 [324]. Néanmoins, déterminer si après stimulation un isoforme 
préférentiel de BIM augmente son expression dans les mcDCs pourrait mettre en évidence leur 
implication dans le contrôle de ce sous-type de cDCs. Des techniques de détection des ARNm 
 
 131 
par cytométrie en flux, donc au niveau d’une cellule, pourraient être une bonne alternative au 
qPCR ou au RNA-seq [338]. 
BIM induit l’apoptose en interagissant, sous sa forme activée, avec les molécules anti-
apoptotiques de la famille BCL-2 (BCL-2, MCL-1, BCL-X, ect.) afin d’inhiber leur fonction 
et permettre l’activation de la voie Bax/Bak conduisant à l’apoptose [323, 339, 340]. En 
absence de Bim, nous n’avons pas observé de différences en pourcentage de mcDC exprimant 
la molécule apoptotique active caspase-3, ni en expression de la molécule anti-apoptotique 
BCL-2, en comparaison à une souris C57BL/6 (Annexe 3). La régulation de Bim peut se faire 
au niveau protéique, notamment par sa séquestration dans une forme inactive aux 
microtubules du cytosquelette [341], cependant cette voie ne semble pas agir dans les cellules 
hématopoïétiques où BIM sera plutôt séquestré au sein des mitochondries par les molécules 
anti-apoptotiques de la famille Bcl-2 [342, 343]. Cela peut donc expliquer pourquoi aucune 
différence en Bcl-2 n’est observée en absence de Bim dans les mcDCs. BCL-2 est 
possiblement exprimée de la même façon, mais en présence de Bim, ils formeront un 
complexe, le rendant alors inactif. À l’inverse en absence de Bim, BCL-2 est libre et pourra 
alors empêcher l’activation de l’apoptose en interagissant avec d’autres molécules 
proapoptotiques. Déterminer comment BIM et BCL-2 interagissent dans les mcDCs d’une 
souris C57Bl/6 en comparaison à une souris NOD permettra de tester cette hypothèse. Étant 
donné le peu de mcDCs présentes dans une souris, il serait intéressant de réaliser des 
marquages de microscopie sur des mcDCs triées d’une rate de souris NOD et de souris 
C57BL/6. L’utilisation d’un marqueur du cytosquelette, comme la tubuline, et d’un marqueur 
de mitochondrie, tel que HIF-1, permettra de déterminer la localisation des molécules BIM et 
BCL-2. Si une colocalisation est observée entre BIM et BCL-2, cela suggèrera une 
 
 132 
séquestration de BIM. Une confirmation par co-immunoprécipitation pourra alors être 
pertinente, même si cette technique est semi-quantitative. De plus, il serait intéressant de 
déterminer l’expression et la localisation d’autres molécules de la famille Bcl-2 telle que Mcl-
1 et A1 connues pour être fortement exprimées dans les cDCs [328]. 
L’apoptose induite par BIM aboutit à l’activation en cascade des caspases dont la 
caspase-3 [336, 342, 344, 345]. Cependant, en absence de Bim, nous avons déterminé que le 
pourcentage de mcDC positives pour la forme active de la caspase-3 est similaire à celui des 
mcDCs isolées d’une souris C57BL/6 (Annexe 3). Cela suggère que Bim régule les mcDCs de 
façon caspase indépendante à l’état de base. L’apoptose induite, sans activation des caspases, 
est reliée à la libération de cytochrome c de la mitochondrie au cytosol. Cela entraîne une 
dépolarisation de la membrane et, à terme, la mort de la cellule. Différentes études ont 
démontré que BIM pouvait induire l’apoptose de façon caspase indépendante [340, 346, 347]. 
Il serait donc intéressant de déterminer les quantités de cytochrome c présent dans le cytosol 
des mcDCs en présence ou absence de Bim. Étant donné que le relargage du cytochrome c 
conduit à une dépolarisation de la membrane mitochondriale, l’utilisation de marqueur pour le 
potentiel de membrane tel que le mitospy par cytométrie en flux ou de TMRM en microscopie 
permettrait de déterminer si en absence de Bim, les mitochondries sont plus fonctionnelles 









Les mcDCs ont un rôle dans l’induction de bris de tolérance lors de la présentation 
d’Ag dérivés de corps apoptotiques, dépendant de leur capacité à produire de hauts niveaux 
d’IFN de type I. Ces propriétés sont spécifiques aux mcDC et ne sont pas retrouvées dans les 
cDC1 et cDC2.  
 
En combinant différentes approches telles que la cytométrie multiparamétrique, 
l’utilisation de modèles de souris déficientes pour l’expression de gène d’intérêt, des 
techniques de déplétion des DCs, des parabioses et des approches d’immunogénétique, nous 
avons considérablement exploré les propriétés des mcDCs. Nous avons déterminé que les 
mcDCs sont un sous-type spécifique de cDCs. Elles présentent les mêmes propriétés en termes 
d’induction d’une réponse allogénique et sont générées à partir du pré-cDCs. De plus, elles 
expriment le facteur de transcription spécifique aux cDCs, Zbtb46. Nous avons démontré que 
les mcDCs sont un sous-type de cDCs qui exprime et dépend du facteur de transcription IRF-
4, important pour les cDC2. Cependant, les mcDCs ont une signature métabolique distincte 
des cDC2, confirmant qu’elles représentent un sous-type à part des cDCs. L’utilisation d’une 
approche immunogénétique a permis de déterminer que la plus grande proportion de mcDCs 
retrouvée dans une souris NOD, modèle de T1D spontanée, était liée au locus Idd13. En 
prenant avantage de cette découverte, nous avons établi que les mcDCs étaient spécifiquement 
régulées par le gène pro-apoptotique Bim et ceux de façon moelle intrinsèque. En effet, en 




Une des grandes questions encore en suspens aujourd’hui est le rôle à l’état de base des 
mcDCs. En effet, les mcDCs sont capables de reverser l’anergie des cellules T induites dans 
un contexte tumoral. Dans ces conditions, leur rôle est bénéfique pour l’organisme, 
puisqu’elles permettent l’élimination des tumeurs et sont donc un avantage de survie. 
Cependant, en absence de cancer, les mcDCs ont aussi la capacité d’induire des bris de 
tolérance immune, mécanisme notamment impliqué dans le développement de maladies auto-
immunes. Il est possible qu’en faible nombre, les mcDCs contrôlent la réponse antitumorale, 
mais présentes en plus grands nombres, cela augmenterait les chances d’induire une réponse 
autoréactive, chez un patient présentant une susceptibilité à l’auto-immunité. La régulation du 
nombre de cDCs est primordiale et une dérégulation est, dans différents modèles, associée au 
développement de pathologie auto-immune.  
 
Définir les mcDCs en termes de cDCs et comprendre leur régulation sont des 
paramètres clés dans l’étude de cette population. Leur capacité à briser la tolérance, bénéfique 
dans des modèles de cancers et néfaste dans les maladies auto-immunes, en fait un sous-type 
de cDCs important dans le développement de nouvelles approches thérapeutiques. À ce jour, 
les essaies cliniques utilisant les cDCs ne sont que moyennement efficace. Cependant leur 
capacité à induire ou tolériser une réponse immune laisse envisager leur potentiel incroyable 
en thérapie cellulaire. Chaque sous-type de cDCs a des fonctions et des propriétés qui leur sont 
propres. Il est donc primordial de prendre en considération les spécificités de chaque sous-type 
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Annexe 1.  Le phénotype des mcDCs 
 
 
Annexe 1. Histogramme représentant l’expression de différents marqueurs de surface sur les 
mcDCs (rouge), cDC1 (violet), cDC2 (bleu) isolées d’une rate d’une souris C57Bl/6 ainsi que 












Annexe 2.   Expression de marqueurs de survie par les cDCs  
  
Annexe 2. (A-B) Le pourcentage de cellules positives (droite) ou l’expression (gauche) de 
caspase-3(A) ou Bcl-2 (B) a été déterminé pour chaque sous-population de cDCs spléniques 











Annexe 3. Expression de marqueurs de survie par lignée murine 
 
Annexe 3. (A&C) Pourcentage de cellule positive pour l’expression de caspase-3 active (A) 
ou Bcl-2 (B). (B&C) Expression de la caspase-3 active (B) et de Bcl-2 (C) sur chaque sous-
type de cDCs. (A-D) Les cDCs spléniques ont été isolées d’une souris B6, NOD ou B6.Bim-/-. 
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Immune tolerance is necessary to prevent the immune system from reacting against self, and 
thus to avoid the development of autoimmune diseases. Here, we review key findings that 
position dendritic cells (DCs) as critical modulators of both thymic and peripheral immune 
tolerance. Although DCs are important for inducing both immunity and tolerance, increased 
autoimmunity associated with decreased DCs suggests their non-redundant role in tolerance 
induction. DC-mediated T cell immune tolerance is an active process that is influenced by 
genetic variants, environmental signals as well as the nature of the specific DC subset 
presenting antigen to T cells. Answering the many open questions with regards to the role of 
DC in immune tolerance could lead to the development of novel therapies for the prevention 
of autoimmune diseases.  
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APCs, namely B cells, macrophages and dendritic cells (DCs) initiate both protective and 
autoimmune T cell responses, and DCs bear the highest antigen-presentation potential, as 
shown by stronger induction of naive T cell activation (1). DCs play a non-redundant role in 
the initiation of immune responses and the control of some pathogens. For instance, IRF8 
mutations in humans cause defects in DCs resulting in opportunistic infections and an increase 
in anergic T cells (2). In addition, DCs also play a key role in maintaining immune tolerance, 
as we will review here.  
 
The importance of DCs in maintaining immune tolerance was shown by using mouse models 
to manipulate the number of DCs in vivo. For one, the CD11c-Cre/ROSA-diphtheria toxin A 
(CD11c-DTA) transgenic mouse model allows for specific depletion of CD11c+ cells (3). 
CD11c is an integrin expressed at high levels by DCs and at much lower levels by many 
cellular subsets, namely neutrophils, macrophages, natural killer cells as well activated 
monocytes and T cells. Selective depletion of CD11c+ cells induces an increase in effector Th1 
and Th17 cells and strong autoimmune symptoms, such as lymphadenopathy, splenomegaly, 
and infiltration of non-lymphoid organs (3-5). Elimination of DCs in mice thus is sufficient to 
break immune tolerance and lead to autoimmune pathology, suggesting that DCs play a central 
role in the maintenance of immune tolerance. Notably, these findings were recently confirmed 
in a model that permits more selective elimination of DCs. Indeed, within the hematopoietic 
system, the Zbtb46 transcription factor is exclusively expressed in DCs (6). The specific 
depletion of DCs in Zbtb46-diphtheria toxin receptor (DTR) adult mice via diphtheria toxin 
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injection causes lymphoangiogenesis and myeloproliferative disorders, thus confirming the 
importance of DCs in the maintenance of immune tolerance (7, 8). Interestingly, the 
autoimmune pathology was less severe in the Zbtb46-DTR mice when compared to the 
CD11c-DTA mice, possibly because of either the more selective nature of the Zbtb46-DTR 
model or the timing of DC deletion. CD11c-DTA model continuously delete DCs from early 
development, but the deletion of DCs in Zbtb46-DTR mice is transiently induced in adult 
mice. Nevertheless, both experimental settings show that elimination of DCs in mice is 
sufficient to break immune tolerance and lead to autoimmune pathology, suggesting that DCs 
play a central role in the maintenance of immune tolerance. 
 
If depletion of DCs leads to autoimmune phenotypes, one could postulate that increasing the 
prevalence of DCs would strengthen immune tolerance and prevent autoimmune disease 
occurrence. To that effect, Flt3 ligand injection increases the proportion of DCs in vivo and 
prevents autoimmune diabetes onset in NOD mice (9). Yet, a break in immune tolerance is 
observed in mouse models where DC number is increased by inhibiting DC apoptosis. 
Specifically, transgenic mice with CD11c promoter-driven p35, a caspase inhibitor that blocks 
apoptosis, present with an accumulation of DCs in lymphoid organs over time (10). 
Consequently, CD11c-p35 transgenic mice exhibit lymphocytic infiltration in non-lymphoid 
organs, activation of both T and B cells and production of anti-DNA antibody (10). Also, DC-
specific knock-out of Bim decreases DC apoptosis, which leads to an increase in DCs and 
results in inflammation (11). Therefore, depending on the context, increase in the number of 
DCs can either increase or decrease T cell tolerance. This is perhaps due to distinct impacts on 
the DC phenotype, such that expansion of DCs either by stimulating hematopoiesis or by 
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blocking DC apoptosis may yield different outcomes in the maintenance of immune tolerance. 
Still, because DCs are capable of both immunity and tolerance, manipulation of numbers alone 
may not be a consistent way to alter the balance of immunity and tolerance. 
 
Induction of stable tolerogenic DC could provide a powerful platform for antigen-specific 
treatment of autoimmune diseases. In vitro protocols to induce DC with tolerogenic properties 
(tol-DC) include the differentiation of DC precursors in media complemented with agents such 
as dexamethasone, IL-10 or TGF-β (12). These tol-DC can then be loaded with specific 
antigens and, upon injection in vivo, are expected to provide antigen-specific immune 
tolerance through different means, such as by promoting antigen-specific regulatory T cells 
(Tregs) differentiation or by producing IDO and/or NO (13). Various DC populations that 
facilitate immune tolerance have also been identified in vivo (14). For example, spleen 
CD11clowCD45RB+ DC induce antigen-specific differentiation of Tregs via antigen-
presentation and IL-10 production (15, 16). In addition, CD11clowCD11bhiI-Alow DCs create a 
tolerogenic environment by secreting high levels of IL-10 and NO (17). Therefore, 
understanding the mechanisms by which DCs can induce and maintain both central and 
peripheral immune tolerance may inform treatments for autoimmunity. In this review, we will 
discuss the mechanisms by which DC subsets can induce steady state immune tolerance, and 
how an inflammatory/autoimmune disease context can change DC-mediated tolerance.  
 
Thymic tolerance  
The process of central tolerance in the thymus eliminates potentially autoreactive thymocytes 
by negative selection and promotes T cell differentiation into various Treg cell subsets via 
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additional selection processes (18-22). Central tolerance is, in fact, highly dependent on the 
presentation of self-antigens to T cells by both thymic epithelial cells and APCs (23-25). Early 
work showed that MHC expression on thymic bone marrow-derived APCs contributes to 
central tolerance induction (26). Among these APCs, DCs clearly contribute to elimination of 
maturing autoreactive thymocytes, as DC-specific expression of MHC-II I-E is sufficient to 
negatively select thymocytes specific for endogenous superantigens in a manner comparable 
to that of mice expressing the I-Eα transgene on all APCs (27). MHC expression on DCs thus 
appears sufficient, at least in the context of superantigens, to induce effective central tolerance 
(27). In comparison to macrophages and B cells, only DCs were able to induce negative 
selection of thymocytes in reaggregate thymus organ cultures (RTOCs) (25), showing the 
dominant role of DCs in central tolerance. More recently, it was shown that DCs are not 
simply bystanders in the thymocyte selection process. They actively attract post-positive 
selection thymocytes by producing CCR4 ligand to facilitate the negative selection process 
(28). Interestingly, and likely due to the experimental challenges associated with separating 
central and peripheral tolerance processes, the general outcome of a defect in DC-mediated 
central tolerance on the potential development of an autoimmune phenotype has yet to be 
clearly defined.  
 
Although all thymic DCs contribute to central tolerance, they do so through different means 
(Figure 1). Three thymic DC subsets contribute to central tolerance, namely resident DC 
(CD8α+SIRPα-), migratory DC (CD8α-CD11b+SIRPα+) and plasmacytoid DC (pDC, 
CD11cintCD45RAint) (29-32). Resident DCs that develop from thymic lymphoid precursors are 
the most abundant subset and are primarily localized in the medulla (29, 31, 33, 34). They 
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contribute to the elimination of autoreactive thymocytes by presenting a wide array of self-
antigens, and by cross-presenting both blood-derived antigen and tissue specific antigens from 
medullary thymic epithelial cells (35-37). Migratory SIRPα+ DCs also contribute to central 
tolerance. They develop in periphery and, as shown in parabiosis experiments, migrate to the 
thymus via CCR2/α4 integrin where they mostly localize to the cortical-medullary junction to 
present peripheral self-antigens to developing thymocytes (34, 38, 39). pDCs also develop in 
periphery and use CCR9/α4 integrin signals to migrate to the thymus and contribute to the 
maintenance of immune tolerance (32). Interestingly, in RTOCs experiments, pDCs were 
shown to only minimally contribute to the induction of negative selection (25). The reason for 
this discrepancy is not clear, but may be due to the different localization of cells in RTOCs. 
Still, all the DC subsets contribute to immune tolerance by presenting self-antigens and 
inducing negative selection of developing thymocytes that present with a high affinity to self-
ligands. While pDC and migratory DC specialize in the presentation of peripheral antigens, 
resident DCs provide immature T cells with a distinct self-antigenic repertoire. In addition, 
although thymic resident and migratory cDC can uptake MHC-I and MHC-II from thymic 
epithelial cells in a cell-contact dependent manner, this process is dependent on PI3K pathway 
only for CD8α+ resident cDCs (40), further supporting the view that each DC subset provides 
a non-redundant role in antigen-presentation to T cells and in the maintenance of central 
tolerance.  
 
In addition to inducing negative selection, thymic DCs are also important for the selection of 
natural Tregs during thymocyte differentiation. Proietto et al. constructed mixed bone marrow 
chimeric mice, with T cells specific to a given antigen (from OT-II.Rag2-/- mice) and DCs as 
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the only source of APC presenting this antigen (from CD11c-OVA mice). In these mice, DCs 
successfully induced the differentiation of natural antigen-specific Tregs in the thymus (41). 
Specifically, both resident and migratory DCs, but not pDCs, are able to induce Tregs in vitro 
(25, 41, 42), but the mechanisms by which they induce Tregs are distinct (Figure 1). Resident 
DCs promote Treg cell survival via their expression of CD70, whereas CD70-deficient 
migratory DCs effectively induce Tregs through an undefined pathway (42). Yet, the capacity 
to induce Tregs is not restricted to DCs. When high concentrations of self-antigens are present, 
Tregs can differentiate in RTOCs devoid of APCs suggesting that epithelial cells can 
sometimes induce Tregs (25). As such, thymic Treg numbers are normal in mice that only 
express MHC-II on epithelial cells (43). Therefore, both thymic epithelial cells and DCs play 
an active role in the induction of central tolerance through both the elimination of potentially 
autoreactive thymocytes and in facilitating the generation of Tregs. As thymic epithelial cells 
and DCs bear distinct immunopeptidomes, one can presume that these roles are not fully 
redundant. Indeed, both have the capacity to uptake antigens from different sources and 
exploit different proteolytic pathways resulting in distinct peptide repertoires each contributing 
towards effective induction of central tolerance (20).  
 
DC-mediated peripheral tolerance mechanisms 
Although thymic selection efficiently eliminates many self-reactive T cells, some remain and 
must be kept in check with additional peripheral tolerance mechanisms to avoid 
autoimmunity. In the absence of inflammation, DCs can present self-antigens to T cells, 
providing transient T cell activation that can lead to either anergy or deletion of these T cells 
(44). DC-mediated tolerance is thus an active process that requires TCR signalling (45). T cell 
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clonal deletion is mediated by the activation of Fas-, Bim- or TNF-dependent apoptosis and 
inhibition of NF-κB signalling (46-48). Many DC factors contribute to the balance of tolerance 
and immunity, including maturation states defined by their gene signature, and the level of 
antigen presentation; therefore it is necessary to understand the conditions under which DCs 
remain immature or become activated (37, 49, 50). 
 
Steady state DCs that normally express low levels of DC maturation markers and promote 
tolerance induction are termed immature DCs (51). Once activated by pathogen or damage 
associated molecular patterns, DCs turn on different metabolic, cellular and gene transcription 
programs that initiate increased DC migration out of peripheral tissue into draining lymph 
nodes where antigen presentation to T cells occurs (52-54). DC maturation is marked by 
increased expression of molecules relevant for T cell activation including MHC-II, 
costimulatory proteins such as CD40, CD80/CD86 and inflammatory cytokines or chemokines 
(55-57). However functional capacity of DCs to induce T cell activation does not always 
directly correlate with common maturation markers, in part because Tregs use some of the 
same signals including CD80/CD86 (58-60). Therefore, tolerogenic and immunogenic DC 
should ideally be defined based on the signals they give to conventional or regulatory T cells 
(37). 
 
Steady state DCs are exposed to commensal microorganisms and other tonic inflammatory 
signals that can induce the expression of maturation markers at low levels, which are not 
sufficient to break self-tolerance in most individuals. The ability of steady-state DCs to remain 
in an immature/non-activated form likely depends on the timing, dose, and signal strength of 
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the factors interacting with DCs. Steady-state DC migration is associated with considerable 
transcriptional changes, suggesting that immunoregulatory function of steady-state DCs is an 
active process (37). Indeed, regulators such as A20 can modulate NF-κB signalling and 
contribute to maintaining tolerance (61-64). Upregulation in DC of IDO synthesis, a rate-
limiting enzyme of tryptophan catabolism, contributes in tolerance by depleting tryptophan 
and causing apoptosis of effector T cells (65-67). Negative costimulation via CTLA4-
CD80/CD86 or PD-1-PD-L1/ PD-L2 is also implicated in the induction of tolerance, but, these 
proteins display minimal expression on steady state DCs suggesting that these inhibitory 
signals may be more important for dampening activation in the context of inflammatory 
signals (68-70). 
 
Peripheral DCs are subdivided in functional subsets with various locations and roles in both 
immunity and tolerance, namely pDC, monocyte-derived DC (moDC) and conventional DC 
(cDC). The latter are further subdivided in 2 populations, the CD8α+/CD103+ and the CD11b+ 
(71). moDCs (CD11c+CD11bhiMHCII+) are usually inflammatory and separated from the 
cDCs by higher CD11b expression and lack of cDC-specific markers such as CD4 and DCIR2 
(54, 72). Because many studies do no separate cDCs from moDCs in their analysis, it is not 
yet clear if moDCs can contribute to tolerance induction, whereas strong evidence support a 
clear role for both cDCs and pDCs in the maintenance of immune tolerance.  
 
cDCs prime T cells via antigen presentation and other signals, leading to immunogenicity or 
tolerance (49, 70, 73-75). Delivering antigen to particular cDC subsets via chimeric antibodies 
specific for lectin cell surface receptors can elucidate the role of these subsets in T cell 
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tolerance induction (Figure 2). CD8α+ cDCs express DEC205 and are located in the T cell 
zone in the spleen where they can cross-present exogenous antigen to CD8+ T cells via MHC-
I. DCIR2, another DC lectin receptor, is expressed by murine CD11b+ cDCs and some human 
DCs (76-78) In mice, CD11b+DCIR2+ DCs located in the red pulp and marginal zone area of 
the spleen can migrate to the edge of the T cell zone where they primarily stimulate CD4+ T 
cells (79-82). Both DEC205 and DCIR2 are efficiently internalized upon receptor-ligand 
interaction and these receptors are directed to endosomal/lysosomal compartments for antigen 
presentation (79, 83). In mice that have been challenged with anti-DEC205 or anti-DCIR2-
mediated antigen delivery to cDCs during steady state, antigen-specific T cells are rapidly 
deleted and the remaining antigen specific T cells become unresponsive upon in vitro 
stimulation (65, 75, 79). Some studies have proposed that natural ligands for DEC205 such as 
apoptotic, necrotic materials or CpG may stimulate CD8α+ cDCs and possibly contribute to 
their maturation (84, 85). Still, many lectins can impart maturation or inhibitory signals upon 
binding ligand or antibody (86, 87), and recent evidence points to DCIR2 in providing a 
negative signal to cDCs, further adding to the role of DCIR2 in the cDC-mediated 
maintenance of steady-state tolerance (88). 
 
cDCs not only induce tolerance by deleting antigen-specific T cells or by inducing anergy, 
they can also promote Treg cell differentiaton or function (Figure 2). While CD8α+ cDCs are 
more efficient in providing TGF-β for de novo FoxP3+ Treg cell generation, likely potentiated 
by BLTA expression (89), CD11b+ cDCs enhance activation and proliferation of existing 
CD4+FoxP3+ Tregs (90). Interestingly, Tregs play a very important role in steady state cDC-
mediated tolerance. Depletion of FoxP3+ Tregs increases cDC numbers as well as the surface 
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expression of costimulatory molecules, resulting in enhanced T cell responses (91). This 
strongly suggests that Tregs also contribute to the peripheral tolerance by maintaining cDCs in 
immature state (91, 92).  
 
pDCs are a specialized subset of DC that rapidly make a large amount of type 1 IFN in 
response to signals such as viral infections (Figure 2). In the steady state, pDCs express very 
low levels of MHC-II and costimulatory molecules and may contribute to T cell 
unresponsiveness. Though pDCs are not as efficient as cDCs for antigen presentation to T 
cells, pDCs can upregulate MHC-II molecules on their surface and migrate to the T cell area, 
induce T cell proliferation and Treg generation (93, 94). Activated pDCs can have enhanced 
MHC-II expression (95, 96), allowing for prolonged T cell activation that may contribute to 
Treg development as increased MHC-II on pDCs is required for Treg homeostasis (97). Type 
1 IFN and IL-10 produced by pDCs may also contribute to Treg generation (98). pDCs can 
produce IDO and express PD-L1 that correlate with an increased Treg frequency (99, 100). 
Tolerogenic pDCs have been reported in many inflammatory disorders including acute graft-
versus-host disease (GVHD), autoimmune arthritis, and oral tolerance, where they promote 
tolerance by modulating Treg function or by maintaining antigen-specific T cell tolerance 
(101-103).  
 
The local environment also plays an important role in modulating DC tolerogenic function. 
For example, migratory dermal DCs and Langerhan cells present in the both skin and skin-
draining lymph nodes appear to play a central role in Treg differentiation. DCs in skin 
draining lymph nodes are particularly effective at inducing Tregs, as Tregs converted from 
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naïve CD4 T cells display enhanced immunoregulatory properties when isolated from the skin 
draining lymph nodes rather than the spleen of mice (104). In mice where langerin+ migratory 
DC are depleted using DT injections in Lang-DTR transgenic mice, anti-DEC205-mediated 
antigen-specific delivery to DCs is no longer able to induce antigen-specific Tregs in the 
spleen and skin-draining lymph nodes and results in a loss of immune tolerance (105, 106). 
Importantly, langerin+ migratory DCs may, in fact, uniquely contribute to the induction of 
Tregs and the maintainance of peripheral tolerance, as the specific depletion of langerin+ DCs 
has no effect on the initiation of anti-viral responses (107). This latter finding suggests that 
specific DC subsets found in unique environments may have specialized roles in immune 
tolerance. Further investigation of the role of langerin+ DC in the modulation of various 
immune responses is needed to clarify their contribution in pathogenic settings. 
  
DCs found in the gut associated lymphoid tissues can also promote immune tolerance. As in 
the skin, CD103+ DCs in the gut tissue express high levels of the enzyme aldehyde 
dehydrogenase, which converts vitamin A into retinoic acid (RA), that in turn promotes the 
conversion of naïve T cells into Tregs (108, 109). A second mechanism by which gut DCs 
induce tolerance is through the production of IDO, that itself facilitates induction of Tregs 
(110). In fact, selective elimination of CD103+CD11b- DCs results in a decrease in IDO levels 
and an increased susceptibility to DSS-induced colitis (111). Finally, CD103+CD11b+ DCs 
also significantly contribute to immune tolerance through the expression of acyloxyacyl 
hydrolase, an enzyme able to inactivate LPS and thus to prevent effective TLR-4 activation 
that induces the differentiation of naïve T cells into effector Th17 cells (112). Altogether, 
these data support the view that DCs found in the gut microenvironment are geared to promote 
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immune tolerance, likely because of the perpetual exposure to microflora and to food antigens 
(113). 
 
How do DCs maintain/adjust tolerance against self-antigens in the context of inflammatory 
signals? Although activated DCs acquire strong phenotypic changes linked with enhanced 
effector T cell function and inflammatory cytokine production, DCs can also exert regulatory 
function under inflammatory situations. For example, pDCs promote persistence of viral 
infection in the liver (114). Even under strong activation due to allergen exposure, pulmonary 
DCs can stimulate the development of CD4+ T regulatory 1-like cells (115). 
Immunoregulatory-DCs in the context of infection have been defined based on the net sum of 
inhibitory versus stimulatory signals. Induction of inhibitory molecules including PD-1, TGF-
β or IDO and down regulation of costimulatory molecules or cytokines are important 
correlates of regulatory DC function (116, 117). For example, upon infection with Listeria 
monocytogenes, DCs induce both stimulatory and regulatory molecules (118). Infected DCs 
suppress T cell activity mainly by IL-10 and cyclooxygenase 2-mediated mechanisms (118, 
119). In certain contexts, signals associated with inflammation, such as TLR2, TNF-α and 
prostaglandin receptor can induce immunoregulatory-DC phenotypes (118). In chronic viral 
infection, DCs can become immunosuppressive, losing their surface expression of MHC class 
I and II and costimulatory molecules (120). DCs also upregulate PD-L1 during chronic viral 
infections such as HIV and hepatitis C virus (121-123). PD-L1 interacts with PD-1 on T cells 
which can induce T cell deletion and also increase Treg generation and function by enhancing 




DC and autoimmune pathologies/diseases  
Autoimmune diseases occur, in part, because of changes in DC function that result from 
genetic and environmental alterations (125-127). Disruption of the tolerance network 
contributed by each DC subsets can promote autoreactive T cell responses and pathology. 
Therefore, therapies targeting DCs may be effective treatment for autoimmunity. Identifying 
the DC signalling pathways that are altered in the context of autoimmunity and that can 
interrupt T cell tolerance induction will help define the signals that allow induction of stable 
tolerogenic DCs. In addition to the pattern recognition receptors that sense danger signals, host 
derived non-pathogen-associated chronic inflammatory signals are also playing a role in 
autoimmune pathology (75, 128). DC function could be altered under this persistent host-
derived inflamed situation (Figure 2).  
 
One critical inflammatory signal in systemic autoimmunity is type 1 IFN. Patients with 
systemic lupus erythematosus display an increased interferon gene signature (129, 130) and 
pDCs from these patients are more prone to induce pathogenic T cell responses (131, 132). 
The pathogenic role of type 1 IFN in other autoimmune diseases is less clear, but may also 
contribute to these pathologies (133, 134). Prior to islet infiltration by autoreactive T cells, 
autoimmune-prone NOD mice already exhibit increased type 1 IFN and IFN response genes in 
the islets, and blocking type 1 IFN at this early stage inhibit diabetes pathogenesis (135-137). 
This suggests that type 1 IFN is critical for the initial break in tolerance. But the role of 
chronic innate signals on DCs at later disease stages is less clear. Despite increased chronic 
type 1 IFN exposure, DCs from older prediabetic NOD mice display impaired type 1 IFN 
responses due in part to down-modulation of IFN-A receptor (137, 138). Yet, NOD DCs and 
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other APCs are hyperactive due to increased proinflammatory signals resulting from a defect 
in NFκB regulation that enhances antigen presention to CD8 T cells (139, 140). Therefore, the 
balance of different types of inflammatory signal is likely important for autoimmune 
pathogenesis, and type 1 IFN and IL-1 signals can counter-regulate each other (141-143). IL-1 
and increased NFκB activation may be the dominant inflammatory signal for type 1 diabetes 
(144). Autoimmunity may also lead to changes in DC costimulatory molecule expression. DCs 
from prediabetic NOD mice have increased CD40 expression that is dependent on adaptive 
immune cells. Increased CD40 expression could be more indicative of inflammation, as 
blocking CD40 signals blocks NOD autoimmune diabetes pathogenesis (145-148). 
 
The role of particular DC subsets in tolerance induction also differs in autoimmune contexts. 
Although both CD8α+DEC205+ and CD11b+DCIR2+ DCs are tolerogenic in normal mice, 
only the CD11b+DCIR2+ DCs are able to induce CD4 tolerance in NOD mice (78). NOD mice 
have fewer CD8α+ DCs in the spleen and the function of this DC subset is altered; the cross-
presentation capacity of NOD DCs is reduced relative to CD8α+ DC from non-autoimmune 
prone mice (149). This significantly reduces the potential for cross-tolerance, a mechanism 
involved in maintaining immune tolerance (150). This more pathogenic role for CD8α+ 
DEC205+ DCs in NOD mice was further confirmed by the lack of diabetes development in 
NOD Batf3-/- mice that cannot develop these cross-presenting DCs (151). NOD mice also 
exhibit an increased proportion of recently described merocytic DCs (152, 153). This 
unconventional DC subset is sufficient to break tolerance at steady state (154). In addition, the 
H2g7 specific MHC haplotype affects the spectrum of antigen presentation, which has been 
proposed to contribute to autoimmune susceptibility (155). In experimental autoimmune 
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encephalitis (EAE), a mouse model of multiple sclerosis, the role of DCs for controlling 
immune tolerance was demonstrated with two complementary approaches. The lack of MHC-
II on APCs using MHC class II-deficient bone marrow chimeric mice reduced EAE symptoms 
and histopathology scores. Conversely, MHC-II expression restricted to CD11c+ DCs is 
sufficient to induce EAE pathophysiology in mice bearing myelin oligodendocyte-specific T 
cells (156). pDCs are also important in regulating multiple sclerosis susceptibility, but their 
protective or detrimental role is highly dependent on the timing. Indeed, antibody-mediated 
depletion of pDCs at the onset of EAE exacerbates the pathophysiological response (157, 
158). Similarly, in mice lacking MHC-II expression in pDCs, EAE severity was increased and 
this was linked to a decrease in Treg proliferation, suggesting that pDCs contribute to immune 
tolerance by activating Tregs (97). In contrast, pDC depletion during the priming phase 
decreases the onset and the severity of the disease (158). Therefore, the context and timing in 
which DCs transmit signals to other immune cells determine if they will contribute to 
exacerbating the immunopathology or confer immune tolerance.  
 
Maintenance of immune tolerance is also relevant in the context of GVHD where pathogenic 
alloimmunity develops. Depletion of DCs in GVHD setting via the utilization of CD11c-DTR 
bone marrow decreases the expansion of allogenic T cells, suggesting that donor DCs 
contribute to the pathogenesis (159). Specifically, the CD103+CD11b- DC subset is sufficient 
to cause GVHD, as exemplified in Irf4-deficient bone marrow chimeras (159). However, 
pDCs were shown to protect against GVHD by inducing Tregs (101). MHC-II-deficient DCs 
are also linked with a reduction in Tregs in the context of GVHD (160). These findings 
support an immunoregulatory role for DCs in GVHD, at least by the induction of Tregs. In 
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addition to immune tolerance, DCs may help prevent GVHD by restoring immune T cell 
homeostasis, which is severely affected following bone marrow transplants. Although IL-7 
treatment facilitates CD8+ T cell homeostatic proliferation, recent evidence suggests that 
adding either Flt3 or SDF1, two molecules that potentiate DC numbers in vivo, favours 
homeostatic reconstitution of CD4+ T cells (161). Immunoregulation by DCs is thus relevant 
for the prevention or treatment of GVHD.  
 
A specific role for pDCs has also been delineated in vascular inflammatory settings. In 
vascularized grafts, as in GVHD, pDCs promote the development of Treg and prevent 
allograft rejection (162). pDCs similarly contribute to prevent atherosclerosis, where specific 
depletion of pDCs leads to a reduction in Tregs and an exacerbation of atherosclerosis lesions 
(163). This latter study demonstrates that pDCs induce antigen-specific Treg via the 
production of IDO. Together, these studies support a tolerogenic role for pDCs through 
induction of Tregs.  
 
Conclusion 
DCs are potent APCs which, depending on the context, can either induce effective immune 
responses or contribute to immune tolerance. There are many challenges associated with 
studying the role of specific DC subsets at steady state, under inflammatory or pathological 
conditions to carefully dissect their contrasting immunoregulatory and immunogenic 
properties. To examine the fundamental tolerogenic function of DCs at steady state, various 
mouse models have been engineered to allow manipulation of DCs in an unscathed in vivo 
setting. Studies exploiting these models have established that DCs contribute to the 
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maintenance of immune tolerance. As DCs efficiently maintain immune tolerance, various 
protocols have been attempted to effectively produce tol-DC for the potential treatment of 
autoimmune diseases. DCs are a rare heterogeneous cellular population and their phenotype 
and function is readily modulated by both tissue localization and inflammatory responses. 
Notably, the context in which a specific DC subset is found can dictate its role. For instance, 
the CD8α+ cDCs subset may exhibit at least three distinct functions depending on its location 
and activation status. Under homeostatic maturation signals in the thymus, they permit 
effective induction of T cell central tolerance whereas, in secondary lymphoid organs, they 
induce T cell cross-tolerance (37). In contrast, immunogenic activation of this same cDC 
subset will initiate effective anti-viral responses (37).Recent studies have begun to transpose 
the role of each murine DC subset to their human equivalent (164-166). This may help lead to 
the development of new therapeutic strategies for using DCs to establish immune tolerance 
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Figure 1. DC-mediated central tolerance.  
Migratory CD11b+CCR2+ DCs and CCR9+ pDCs migrate from periphery to the thymic 
cortex and induce tolerance to peripheral self-antigens by inducing apoptosis of autore- 
active thymocytes. Migratory DCs also promote Treg differentiation. CD8a+ resident 
DCs induce apoptosis of thymocytes reactive to self-antigens and promote Treg 
































Figure 2. DC-mediated peripheral tolerance. 
cDCs and pDCs induce tolerance by promoting Treg differentiation or function. 
cDCs can also induce peripheral tolerance by inducing T cell anergy or T cell 
deletion. In inflam- matory conditions, cDCs and pDCs promote T cell activation.  
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